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Hyaluronan (HA) is a large glycosa-
minoglycan synthesized by hyaluro-
nan synthases (HAS1-3). The thesis 
showed that all HASs are transported 
from the endoplasmic reticulum and 
the Golgi to the plasma membrane, 
reside at the cell surface only during 
active HA synthesis and translocate 
the growing HA chain by themselves. 
HA or its fragments did not have any 
specific binding sites in the cytosol. 
Histochemical analysis of skin speci-
mens showed that the contents of 
HA and its CD44 receptor are altered 
during tumorigenesis along with 

































































































































































































































and  the Golgi  apparatus  to  the plasma membrane  and  it  resides  at  the  cell  surface only 




reveal  any  specific  hyaluronan‐dependent  binding  sites  in  the  cytosol.  Microinjected 
hyaluronan fragments (4‐120 monosaccharide units) were not enriched in any specific sites 
in  the  cytosol. Cytosolic  injection  of  hyaluronidase  did  not  affect  hyaluronan  synthesis, 
suggesting that the growing hyaluronan chain  is translocated by the hyaluronan synthase 
itself and is not accessible to enzymatic degradation during the process.  
   In  the  ultraviolet  light‐induced  tumors,  squamous  cell  carcinoma  and  melanoma,  the 
content  of  hyaluronan  and  its CD44  receptor were  increased during  the  early phases  of 
tumorigenesis,  along with  increased  expression  of  all HASs.  Instead,  in  advanced  stage 
tumors  the amounts of hyaluronan and CD44 are decreased with reduced  levels of HASs 
and increased expression of the hyaluronidase HYAL2.  
   In  conclusion,  this  thesis  provides  new  information  about  the  traffic  and  activity  of 
hyaluronan  synthases  and  intracellular  hyaluronan.  In  addition,  the  results  suggest  that 






















































































asetyyliglukosamiinin  (GlcNAc)  ja  glukuronihapon  (GlcUA)  muodostamista 
sokeriyksiköistä.  Hyaluronaania  tuottavat  solukalvolle  asettuneet  hyaluronaanisyntaasit 
(HAS1‐3),  jotka  työntävät  kasvavan  hyaluronaanimolekyylin  solunulkoiseen  tilaan. 
Hyaluronaania  on  löydetty monista  selkärankaisista  ja  sen pitoisuudet  ovat  korkeimmat 
ihossa,  nivelissä  ja  silmän  lasiaisessa.  Hyaluronaani  on  keskeinen  molekyyli  elimistön 
sisäisen tasapainon ylläpidossa, mutta se osallistuu myös monien syöpien kehittymiseen. 
   Tämän  väitöskirjan  tarkoituksena  oli  tutkia  hyaluronaanisyntaasien  solunsisäistä 
kuljetusta  ja  niiden  toimintaa,  sekä  selvittää  solunsisäisen  hyaluronaanin  mahdollisia 
tehtäviä  käyttäen  menetelminä  fluoresoivien  HAS‐proteiinien  yli‐ilmentämistä  soluissa 
sekä  mikroinjektioita.  Lisäksi  tutkittiin  hyaluronaanin,  sen  CD44‐reseptorin  ja 
hyaluronaanisyntaasien  sekä  hajottamiseen  osallistuvien  hyaluronidaasien  (HYAL1‐2) 
muutoksia  ihon  levyepiteelikarsinooman  ja  melanooman  kehittymisessä  analysoimalla 
hiiren ja ihmisen kudosnäytteiden vasta‐ainevärjäyksiä. 
   Tulokset osoittivat, että hyaluronaanisyntaasit kuljetetaan  solulimakalvostosta  ja Golgin 
laitteesta  solukalvolle  ja  syntaasi  pysyy  solukalvolla  vain  voidessaan  tuottaa 
hyaluronaania.  Tuloksista  selvisi  myös,  että  HAS1  tuottaa  solun  pinnalle 
hyaluronaanivaipan suuremman substraattipitoisuuden tai sytokiinien läsnä ollessa, toisin 
kuin HAS2  tai HAS3,  jotka eivät  tarvitse stimulaatiota. Solujen sisältä ei  löytynyt erityisiä 
hyaluronaania sitovia kohteita, kun soluihin injektoitiin fluoresoivaa hyaluronaania sitovaa 
koetinta.  Hyaluronaanifragmentit  (4‐120  sokeriyksikköä)  eivät  kertyneet  mihinkään 
spesifiseen  paikkaan  soluissa.  Solulimaan  injektoitu  hyaluronidaasi  ei  vaikuttanut 
hyaluronaanin  synteesiin.  Tämä  osoittaa,  ettei  tuotettava  hyaluronaanimolekyyli  ole 
sytosolissa  hajottavan  entsyymin  saatavilla,  vaan  syntaasientsyymi  itse  siirtää 
hyaluronaanin solukalvon läpi synteesin aikana.  
   Tutkimuksessa  selvisi  myös,  että  hyaluronaani  on  lisääntynyt  ihon 
levyepteelikarsinooman  ja  melanooman  varhaisvaiheissa  ja  samalla  hyaluronaani‐
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Hyaluronan  is  a  large  (up  to  107  Da),  linear  polysaccharide  belonging  to  the 
glycosaminoglycan  group  of  carbohydrates  and  is  found  abundantly  in  vertebrate 
tissues.  Other  members  of  the  group  include  chondroitin  sulfate,  dermatan  sulfate, 
heparan  sulfate, heparin and keratan  sulfate. Unlike  the other members, hyaluronan  is 
not  sulfated  or  covalently  attached  to proteins. The  versatile properties  of hyaluronan 
have  been  exploited  in  medicine  and  new  applications  in  drug  delivery  and  tissue 
engineering are evolving (DeAngelis 2012).  
   In humans, hyaluronan is synthesized by three hyaluronan synthases and the growing 
hyaluronan  chain  is  extruded  into  the  exterior of  cells. At  the  cell  surface, hyaluronan 
may be bound by several receptors, the most important of which is CD44. Hyaluronan is 
degraded by hyaluronidases. Hyaluronan  is mainly  located  in  the  extracellular matrix, 
where it fills the intercellular spaces by binding water molecules. The biological functions 
of hyaluronan extend  far beyond  its  role as a space  filler  in  tissues, as  it  is  involved  in 
embryogenesis  (Camenisch  2000,  Tien  2005),  cell  differentiation  (Pasonen‐Seppänen 
2003), wound healing  (Haider  2003, Tammi  2005)  and  inflammation  (Jiang  2007,  Jiang 
2011). Hyaluronan also has size‐dependent functions and its oligosaccharides have been 
reported to participate in inflammation (Stern 2006), angiogenesis (Gao 2008b, Gao 2010) 
and  inhibition  of  drug  resistance  (Cui  2009b)  and  anchorage‐independent  growth 
(Ghatak 2002). In addition to  its main  location extracellularly, hyaluronan has also been 
found  inside  cells  (Evanko  1999b, Pienimäki  2001, Tammi  2001, Evanko  2004), but  the 
role of intracellular hyaluronan has remained controversial.   
   The content of hyaluronan is altered in many cancers, suggesting an important role for 
hyaluronan  in  tumorigenesis  (Toole  2005, Heldin  2008).  Increased  hyaluronan  content 
often  correlates  with  poor  patient  outcome,  e.g.  in  adenocarcinomas  of  the  breast 
(Auvinen  2000),  lung  (Pirinen  2001)  and  prostate  (Lipponen  2001).  On  the  contrary, 
reduced  hyaluronan  content  is  associated  with  poor  prognosis  in  squamous  cell 
carcinomas  (SCC) originating  in  the esophagus  (Wang 1996b),  larynx  (Hirvikoski 1999) 





role of hyaluronan and  its metabolism  in UV‐induced cutaneous  tumors.  In addition  to 
conventional  methods  of  cell  biology  and  transient  transfections,  a  novel  method  of 
microinjections was  utilized  to  investigate  various  aspects  of  intracellular  hyaluronan. 
For the analyses of the tissue specimens, histochemical stainings were performed.  
   The  results presented  in  this  thesis  show  that hyaluronan  synthases are active at  the 
plasma membrane and manage by themselves the translocation of the hyaluronan chain 
across the plasma membrane during synthesis. No specific cytosolic enrichment sites for 
hyaluronan or  its oligosaccharides were  found. This  thesis also  shows  that hyaluronan 
content  is  increased  during  the  early  phases,  but  reduced  in  the  advanced  stages  of 
cutaneous tumors, along with dynamic changes in the enzymes involved in its synthesis 
and  degradation.  The  results  presented  in  this  thesis  provide  new  information  about 







2.1 STRUCTURE AND PROPERTIES OF HYALURONAN MOLECULE 
Hyaluronan was first isolated in 1934 from the vitreous of the bovine eye (Meyer 1934). 
The chemical structure of hyaluronan was revealed 20 years later by Weissmann and co‐
workers  and  it  was  shown  to  consist  of  repeating  disaccharide  units  of  N‐
acetylglucosamine  and  D‐glucuronic  acid  linked  with  alternating  β‐1,4  and  β‐1,3 
glycosidic  bonds  (Weissman  1954)  (Figure  1).  In  normal  physiological  conditions, 
hyaluronan can  include 2000–25000 disaccharides resulting  in a relative molecular mass 
of  106–107  and  polymer  lengths  of  2–25  μm  (Toole  2004). Hyaluronan  belongs  to  the 
glycosaminoglycan  (GAG)  group  of  polysaccharides,  but  unlike  other GAGs,  it  is  not 
sulfated or covalently linked to proteins (Fraser 1997). The linear hyaluronan molecule is 
very  hydrophilic  and  makes  an  expanded  random  coil  structure  in  water  which  is 
stabilized by hydrogen bonds  (Scott 1989).  In aqueous environments hyaluronan  forms 
visco‐elastic  gels  (Laurent  1992).  Twists  in  the  hyaluronan  chain  create  hydrophobic 
patches which permit association with other hyaluronan chains and are also involved in 














Figure 1. Repeating disaccharide unit of hyaluronan molecule consisting of D-glucuronic acid 
and N-acetylglucosamine, linked with alternating β-1,4 and β-1,3 glycosidic bonds. Modified 
from (Kultti 2009a). 
 
2.2 SYNTHESIS OF HYALURONAN 
2.2.1 Hyaluronan synthase genes 
Hyaluronan  is  synthesized  by  hyaluronan  synthases  which  are  found  in  vertebrates, 
some bacteria and a virus  (Weigel 2007). Mammalian cells have  three distinct synthase 
genes,  HAS1‐3.  The  first  hyaluronan  synthase  was  cloned  in  Group  A  Streptococcus 
pyogenes  and  already  then  it  was  predicted  to  be  an  integral  membrane  protein 
(DeAngelis 1993). It was only a few years later that the eukaryotic hyaluronan synthases 
were found. A cDNA clone expressed in a mouse mammary carcinoma mutant cell line 










protein DG42  (Differentially  expressed  in Gastrulation) was  found  to be  a hyaluronan 
synthase although the role was unknown at its discovery in 1988 (Rosa 1988, DeAngelis 
1996, Meyer 1996). Furthermore, a hyaluronan  synthase has also been  found  in a virus 
infecting  chlorella‐like  green  algae  (DeAngelis  1997). However,  hyaluronan  synthases 
have  not  been  found  in  insects  although Drosophila  can  produce  hyaluronan when  a 
mouse Has2 gene is expressed in its tissues (Takeo 2004).  
   The three hyaluronan synthase proteins in humans are designated as HAS1, HAS2 and 
HAS3.  They  are  well‐conserved  with  highly  homologous  amino  acid  sequences,  but 
located on separate chromosomes. HAS1 resides in chromosome 19 at q13.3‐13.4, HAS2 is 
located in chromosome 8 at q24.12 and HAS3 is in chromosome 16 at q22.1 (Spicer 1997b). 
HAS1  gene has  five  exons, whereas HAS2  and HAS3  both have  four  (Monslow  2003). 
HAS1  has  been  shown  to  have  splice  variants  in  Waldenström’s  macroglobulinemia 
(Adamia  2003), multiple myeloma  (Adamia  2005)  and  bladder  cancer  (Golshani  2007). 
HAS3 has  two  separate variant  transcripts  (4.9kb  and  2.0kb)  coding  for proteins  (Sayo 
2002).  In  silico,  the HAS1  gene  has  46 possible  transcription‐factor  binding  sites  500bp 








produce hyaluronan  (Weigel 2007, Markovitz 1959) and  the synthesis  takes place at  the 
inner  surface  of  the  plasma membrane  (Prehm  1984). Human  and mouse  hyaluronan 
synthases add the precursor sugars to the reducing end of the growing polymer (Prehm 
1983a, Asplund  1998, Prehm  2006), while Xenopus  laevis hyaluronan  synthase uses  the 
nonreducing  end  (Bodevin‐Authelet  2005)  like  the  Pasteurella  multocida  hyaluronan 
synthase (DeAngelis 1999).  
   Already  in  1983,  it  was  suggested  that  the  synthase  enzyme  does  not  require  any 
primers  for  the  synthesis  of  hyaluronan  (Prehm  1983b).  The  adenosine  triphosphate‐
binding cassette (ABC) transporters have been proposed to be important for hyaluronan 
export  in  fibroblasts  (Schulz  2007),  and  a  recent  report  suggests  that  this  export  of 
hyaluronan via ABC  transporters, especially MRP5, depends on concurrent efflux of K+ 
ions  (Hagenfeld  2012). However,  ABC  transporters  do  not  seem  to  contribute  to  the 
translocation  of  hyaluronan  in  breast  cancer  cells  (Thomas  2010).  In  addition,  it was 
demonstrated in Streptococcus equisimilis (Se) HAS reconstituted into proteoliposomes that 
the HAS protein produces hyaluronan in a combined process of synthesis and membrane 
translocation  (Hubbard  2012).   Moreover,  the presence of an  intraprotein pore  in HAS 
and support for hyaluronan translocation by the synthase itself was presented in a recent 
study with liposomes containing purified Se‐HAS (Medina 2012). 
   The  mammalian  HASs  differ  in  their  enzymatic  properties  and  in  their  ability  to 
produce  a  cell  surface  coat  of  hyaluronan.  The Km  values  of  the  precursor  sugars  are 











has  been measured  to produce  even  larger  hyaluronan  chains  of  3  x  106  –  2  x  107 Da 
(Pummill  1998).  There  are  also  other  reports  on  the  size  of  the  hyaluronan  chain 
produced  by  the  mammalian  HASs.  In  membrane  preparations  from  CHO‐cells 
transfected  with  mammalian  HAS  isoforms,  HAS2  produced  the  largest  hyaluronan 
(over 3.9 x 106 Da), HAS3 produced smaller hyaluronan (0.12‐1 x 106 Da) and HAS1 the 
smallest polymer (0.12 x 106 Da), while in live cells all isoforms produced high molecular 
weight hyaluronan  (3.9  x  106 Da)  (Brinck  1999). On  the other hand,  in  live  rat  arterial 
smooth  muscle  cells  transduced  with  retroviral  constructs  of  murine  hyaluronan 
synthases, HAS1 and HAS2 produced high molecular weight hyaluronan (2‐10 x 106 Da), 
whereas HAS3 produced  lower molecular weight hyaluronan  (~2 x 106 Da)  (Wilkinson 
2006).  The  size  of  the  growing  hyaluronan  is  increased  or  decreased  by mutation  of 




die  at  embryonic  day  9.5  due  to  cardiovasculcar  defects  (Camenisch  2000),  but mice 
deficient  in Has1  (Kobayashi  2010) or Has3  (Bai  2005)  are viable  and  fertile. Also mice 
with  double  knockout  of  Has1  and  Has3  have  been  developed  and  they  are 
phenotypically normal (Mack 2012).  
Figure 2. Proposed membrane topology for eukaryotic HAS proteins. There are 4-6 
transmembrane domains in addition to 1-2 membrane associated domains. The N- and C-
termini and the large central cytoplasmic domain between membrane domain (MD) 2 and 




Proper  control  of  hyaluronan  synthesis  is  important  for  the  whole  organism.  For 








2001,  Jacobson  2000,  Karvinen  2003b,  Yamada  2004a).  The  HAS2  promoter  has  been 
studied  most  widely.  After  the  HAS  genes  had  been  cloned,  it  was  found  that 






are  highly  dependent  on  the  cell  type  or  treatment  conditions  (Jacobson  2000).  For 
example, transforming growth factor β (TGF‐β), and to a  lesser amount platelet derived 
growth  factor  (PDGF)‐BB,  increase HAS2 mRNA  and protein  (Suzuki  2003). Likewise, 
TGF‐β  and  interleukin  (IL)‐1  β  are  activators  of  HAS1  transcription,  but  TGF‐β  is  a 
suppressor for HAS3 mRNA expression (Stuhlmeier 2004a). 
   The  transcription  factor nuclear  factor kappa‐light‐chain‐enhancer of activated B  cells 
(NF‐ĸB) is involved in interleukin‐1β (IL‐1β)‐induced HAS1 transcription in synoviocytes 
(Stuhlmeier  2005, Kao  2006).  The NF‐ĸB  pathway  is  also  involved  in  the  induction  of 
HAS2 expression in IL‐1β‐, tumor necrosis factor (TNF)‐α‐, and TNF‐β‐treated endothelial 
cells  (Vigetti  2010)  and  also  in  TNF‐α‐treated  keratinocytes  (Saavalainen  2007). 




also  regulated  by  epidermal  growth  factor  (EGF)  and  retinoic  acid  (RA)  (Saavalainen 
2005). Moreover, HAS2  transcription  is activated by  adiponectin  through an adenosine 
monophosphate  kinase/peroxisome  proliferator‐activated  receptor  alpha‐dependent 
pathway  in  human  dermal  fibroblasts  (Yamane  2011).  Also  reactive  oxygen  species 
generated  by  NADPH  (nicotinamide  adenine  dinucleotide  phosphate,  reduced  form) 





shown  to  reduce hyaluronan  synthesis  in  skin  fibroblasts  (Nakamura  1995, Nakamura 
1997),  skin keratinocytes  (Rilla 2004), mesothelial  cells  (Rilla 2008) and melanoma  cells 
(Kudo  2004).  4‐MU  causes  its  effects  by  depleting  the  UDP‐GlcUA  substrate  pool  of 
hyaluronan  synthesis  and  reducing  HAS2  and  HAS3  mRNA  levels  (Kultti  2009b, 
Kakizaki  2004).  Mannose  can  also  reduce  the  amount  of  UDP‐N‐acetylhexosamines, 
leading  to  decreased  hyaluronan  synthesis  (Jokela  2008a).  In  addition,  the  precursor 
sugars participate in the transcriptional regulation of the synthase genes, as O‐linked‐N‐
acetylglucosamine (O‐GlcNAc) modification of SP1 and ying‐yang 1 (YY1)  is influenced 
by  the  cellular  content  of  the UDP‐N‐acetylhexosamines,  controlling HAS2  expression 
(Jokela  2011). Hyaluronan  synthesis  is  also  regulated by modifications  of  the  synthase 
proteins after  translation. Phosphorylation and N‐glycosylation of HAS or other  targets 
modifying  the  function  of HAS  have  been  suggested  to  influence  the  activity  of  the 
synthase  (Vigetti  2009a).  HAS2  has  been  shown  to  form  homodimers  as  well  as 
heterodimers with HAS3  (Karousou 2010). HAS1  can exist  in multimers of  full  length‐
HAS1  or  its  variants,  formed  by  intermolecular  disulfide  bonds  (Ghosh  2009).  In 






The microenvironment  of  hyaluronan  synthase  is  also  important  for  its  activity.  The 
bacterial HAS is phospholipid‐dependent and cardiolipin is the best enzymatic activator 
(Weigel 2006). In mammalian cells, cholesterol might be important for mammalian HASs 
as  depletion  of  cellular  cholesterol  by  methyl‐β‐cyclodextrin  (MβCD)  suppresses 
hyaluronan  synthesis,  especially  by  down‐regulating HAS2 mRNA  level  (Kultti  2010), 
and this can be reversed by re‐addition of cholesterol (Sakr 2008).  
 
Table 1. Factors affecting HA synthesis. Modified from (Kultti 2009a). 
decreased, increased, - not changed, NE not expressed, empty not studied 
Agent Cell/tissue HA HAS1 HAS2 HAS3 Reference 
full-length adiponectin fibroblast  NE   ‐  (Akazawa 2011) 
adiponectin fibroblast         (Yamane 2011) 




        (Misra 2005) 
compound K keratinocyte   ‐    ‐  (Kim 2004) 
dehydroepiandrosterone uterine fibroblast       (Tanaka 1997) 
EGF fibroblast         (Heldin 1989) 
EGF fibroblast      (Yamada 2004a) 
EGF keratinocyte   ‐    (Pasonen-Seppänen 2003) 
EGF keratinocyte         (Saavalainen 2005) 
EGF oral mucosal cell     (Yamada 2004a) 
EGF neural crest cell         (Erickson 1987) 
EGF mesothelial cell         (Honda 1991) 
EGF cumulus cell         (Tirone 1997) 
EGF lung 
adenocarcinoma cell 
  NE    (Chow 2010) 
17β-estradiol uterine fibroblast        (Tanaka 1997) 
estrogen endometrium        (Tellbach 2002) 
estrogen uterine epithelium        (Mani 1992) 
bFGF fibroblast        (Heldin 1989) 
FGF2 dental pulp    ‐  (Shimabukuro 2005b) 
FGF2 periodontal ligament    ‐  (Shimabukuro 2005a) 
FGF fibroblast     (Kuroda 2001) 
forskolin orbital fibroblast    ‐   (van Zeijl 2010) 
forskolin human embryonic 
kidney cell 
     (Makkonen 2009) 
FSH cumulus cell        (Tirone 1997) 
glucose mesangial cell        (Ren 2009) 




Agent Cell/tissue HA HAS1HAS2HAS3Reference 
IFN-γ keratinocyte  ‐  NE    (Sayo 2002) 
IFN-γ fibroblast        (Sampson 1992) 
IGF fibroblast     (Kuroda 2001) 
IGF mesothelial        (Honda 1991) 
IL-1 fibroblast        (Sampson 1992) 
IL-1β fibroblast     (Yamada 2004a) 
IL-1β fibroblast     (Kaback 1999) 
IL-1β uterine fibroblast     (Uchiyama 2005) 
IL-1β synoviocyte        (Kawakami 1998) 
IL-1β synoviocyte  ‐  ‐    (Oguchi 2004) 
IL-1β orbital fibroblast     (van Zeijl 2010) 
IL-1β umbilical vein 
endothelial cell 
 NE   ‐  (Vigetti 2010) 
IL-1β lung 
adenocarcinoma cell 
 NE     (Chow 2010) 
IL-6 fibroblast        (Duncan 1991) 
KGF keratinocyte  ‐     (Karvinen 2003b) 
KGF keratinocyte        (Jameson 2005) 
leukemia inhibitory factor osteoblast  ‐    NE  (Falconi 2007) 
PTH osteoblast        (Midura 1994) 
PDGF fibroblast        (Heldin 1989) 
PDGF mesothelial        (Heldin 1992) 
PDGF mesothelial  ‐   ‐  (Jacobson 2000) 
PDGF vascular endothelial 
cell 
      (Suzuki 2003) 
PDGF vascular smooth 
muscle cell 
      (Evanko 2001) 
PDGF trabecular 
meshwork 
      (Usui 2003) 
PDGF fibroblast     ‐  (Li 2007) 
PDGF cardiomyocyte        (Hellman 2010) 
PMA fibroblast        (Suzuki 1995) 
poly I:C smooth muscle cell        (de la Motte 2003) 
progesterone uterine fibroblast      (Uchiyama 2005) 
prostaglandin D2 orbital fibroblast     (Guo 2010) 




Agent Cell/tissue HA HAS1HAS2HAS3Reference 
prostaglandin E2 synoviocyte     (Stuhlmeier 2007) 
retinoic acid epidermis        (King 1981) 
retinoic acid epidermis        (Tammi 1986) 
retinoic acid keratinocyte       (Saavalainen 2005) 
retinoic acid keratinocyte  ‐     (Pasonen-Seppänen 2008) 
retinyl retinoate epidermis       (Kim 2010) 
testosterone rooster comb        (Jacobson 1978) 
TGF-β fibroblast        (Heldin 1989) 
TGF-β fibroblast       (Sugiyama 1998) 
TGF-β keratinocyte   ‐    (Sugiyama 1998) 
TGF-β1 vascular endothelial 
cell 
  ‐   ‐  (Suzuki 2003) 
TGF-β1 lung 
adenocarcinoma cell 
‐  NE   ‐  (Chow 2010) 
TGF-β trabecular 
meshwork 
 ‐    ‐  (Usui 2003) 
TGF-β synoviocyte   ‐  ‐  (Oguchi 2004) 
TGF-β synoviocyte   ‐    (Stuhlmeier 2004a) 
TNF-α synoviocyte  ‐  ‐    (Oguchi 2004) 
TNF-α fibroblast        (Sampson 1992) 
TNF-α umbilical vein 
endothelial cell 
 NE   ‐  (Vigetti 2010) 
TNF-β umbilical vein 
endothelial cell 
 NE   ‐  (Vigetti 2010) 
tunicamycin smooth muscle cell        (Majors 2003) 
tunicamycin smooth muscle cell        (Lauer 2008) 
benzbromarone fibroblast        (Prehm 2004) 
5,7-dihydroxy-4-
methylcoumarin 
pancreatic cancer        (Morohashi 2006) 
6,7-dihydroxy-4-
methylcoumarin 
pancreatic cancer        (Morohashi 2006) 
dipyridamole fibroblast        (Prehm 2004) 
estradiol vascular smooth 
muscle cell 
   ‐  ‐  (Freudenberger 2011) 
glucocorticoid epidermis        (Ågren 1995) 
glucocorticoid fibroblast         (Zhang 2000) 




Agent Cell/tissue HA HAS1HAS2HAS3Reference 
hydrocortisone mesothelial cell  ‐    ‐  (Jacobson 2000) 
indomethacin fibroblast        (August 1994) 
indomethacin fibroblast        (Prehm 2004) 
mannose keratinocyte        (Jokela 2008a) 
MβCD smooth muscle cell        (Sakr 2008) 
MβCD breast cancer cell  NE    ‐  (Kultti 2010) 
mefenamic acid fibroblast        (August 1994) 
4-MU fibroblast        (Nakamura 1995) 
4-MU fibroblast      ‐  (Kakizaki 2004) 
4-MU uterine fibroblast        (Tanaka 2007) 
4-MU keratinocyte        (Rilla 2004) 
4-MU melanoma cell        (Kudo 2004) 
4-MU melanoma cell        (Yoshihara 2005) 
4-MU pancreatic cancer 
cell 
       (Nakazawa 2006) 
4-MU breast cancer cell  
MCF-7 
 NE    - (Kultti 2009b) 
4-MU breast cancer cell  
MDA-MB-361 
 NE NE  (Kultti 2009b) 
4-MU melanoma cell  NE    (Kultti 2009b) 
4-MU ovarian cancer cell  NE NE  (Kultti 2009b) 
4-MU smooth muscle cell     (Vigetti 2009b) 
4-MU fibroblast        (Edward 2010) 
4-MU breast cancer cell  NE    ‐  (Urakawa 2012) 
progesterone uterine fibroblast        (Tanaka 1997) 
S-decyl-glutathione fibroblast        (Prehm 2004) 
TGF-β1 synoviocyte       (Kawakami 1998) 
TGF-β mesothelial cell       ‐  (Jacobson 2000) 
TGF-β keratinocyte  ‐    (Pasonen-Seppänen 2003) 
TGF-β keratinocyte  ‐  NE    (Sayo 2002) 
trequinsin fibroblast        (Prehm 2004) 
vesnarinone  myofibroblast        (Ueki 2000) 
valspodar fibroblast        (Prehm 2004) 
verapamil fibroblast        (Prehm 2004) 




2.3. DEGRADATION OF HYALURONAN 
2.3.1. Hyaluronidases 
The catabolism of hyaluronan in tissues is as important as its synthesis for homeostasis. 
The  rate  of  hyaluronan  catabolism  varies  between  different  tissues,  as  the  half‐life  of 
hyaluronan can be almost three weeks  in cartilage (Morales 1988), about one day  in the 
skin (Tammi 1991a) and only 2.5‐4.5 minutes in the plasma (Fraser 1981). 
   Hyaluronan  is degraded by hyaluronidase  (HYAL)  enzymes. HYALs  can be divided 
into  three  different  subtypes  based  on  their  end‐products  in  hyaluronan  degradation. 
Some  insect  species  present  HYALs  that  are  endo‐β‐glucuronidases  and  their  end‐
products  are  tetra‐  and  hexasaccharides.  Bacterial HYALs  yield  disaccharides  and  are 
endo‐β‐N‐acetyl‐hexosaminidases specific for hyaluronan. Mammals also have endo‐β‐N‐
acetyl‐hexosaminidases that function as hydrolases to produce hexa‐ and tetrasaccharides 
and  can  also degrade  chondroitin  sulfate  (Stern  2004). The degradation  of  hyaluronan 
from a  large molecule  to  its monosaccharides needs  the exoenzymes β‐D‐glucuronidase 
and β‐N‐acetyl‐D‐hexosaminidase in addition to the hyaluronidase activity (Roden 1989) 
and recently a co‐operative, redundant function of these enzymes was demonstrated in a 
mouse  model  (Gushulak  2012).  The  human  HYALs  share  30%  identity  with  the  bee 
venom  hyaluronidase  and  according  to  crystal  structure  they  resemble  a  classical 
alpha/beta‐triose phosphate isomerase (TIM) barrel composed of seven strands, a general 
structure  type  among  glycoside  hydrolases  that  commonly  represent  eight  strands 
(Markovic‐Housley 2000, Rigden 2003).  
   The human genome  contains  six HYAL genes  located on  two  chromosomes. HYAL1, 
HYAL2  and HYAL3  are  found  on  chromosome  3p21.3, whereas  the  other  three  genes 
HYAL4,  Hyaluronidase  pseudogene  1  (PHYAL1)  and  Sperm  adhesion  molecule  1 
(SPAM1) are clustered on chromosome 7q31.3 (Stern 2004, Csoka 1999).  
   HYAL1 is the main hyaluronidase in plasma (Afify 1993, Frost 1997), but it is also found 
in urine with much higher activity  than  in  the plasma  (Csoka 2001). HYAL1  is an acid‐
active  lysosomal enzyme  (Stern 2004). Mucopolysaccharidosis  IX  is a known  lysosomal 
storage  disease  caused  by  deficiency  of  HYAL1  (Natowicz  1996,  Triggs‐Raine  1999) 
leading  to  short  stature,  cutaneous  swelling,  painful  soft  tissue masses  over  articular 
surfaces and bilateral joint effusions. Mice with Hyal1 knockout are viable and fertile, but 
display  osteoarthritis  with  loss  of  proteoglycans  and  accumulation  of  hyaluronan  in 
joints (Martin 2008). 
   HYAL2  is  the other major hyaluronidase  in  somatic  tissues. HYAL2  is  located at  the 
plasma membrane by a glycosylphosphatidylinositol‐anchor, and it is active in acidic pH 
and produces hyaluronan  fragments of about 20 kDa  in size  (Stern 2004, Lepperdinger 
1998, Lepperdinger 2001, Rai 2001, Müllegger 2002). Hyal2‐deficient mice are viable and 
fertile,  but  they  have  lower  survival,  defects  in  craniovertebral  bone  formation, 
thrombocytopenia, hemolysis and increased plasma hyaluronan levels (Jadin 2008).  
   HYAL3 is found widely in different human tissues, but its levels are especially high in 
testis and bone marrow  (Csoka 1999). HYAL3 may have an  important  role  in stem cell 





   HYAL4  appears  to  be  a  chondroitinase with  no  activity  against  hyaluronan  (Csoka 
2001, Stern 2003). PHYAL1 is transcribed but not translated in humans (Csoka 2001, Stern 






Jones  1995)  and  it  is  also  expressed  in  the  human  epididymis  (Evans  2003).  SPAM1 
expression has also been  found  in  the  female mouse genital  tract  (Zhang 2003) and  in 
human  breast  (Beech  2002),  placenta  and  the  fetal  tissues  (Csoka  1999).  SPAM1  has 
enzymatic and signaling activities during fertilization (Cherr 2001). 
   Extracellular hyaluronan is bound to its receptors, such as the cluster of differentiation 
(CD)  44,  lymph  vessel  endothelium  receptor  (LYVE)‐1  and  hyaluronan  receptor  for 
endocytosis  (HARE)/Stabilin‐2.  The  degradation  of  hyaluronan  has  been  suggested  to 
consist of  its degradation at the cell surface by HYAL2,  internalization of the fragments 
(Tammi 2001, Hua 1993, Culty 1992, Aguiar 1999) and further degradation in lysosomes 






a  crucially  important  role  in  tissue  homeostasis. Cellular  expression  of  the  alternative 
mRNA splice variants of the three main hyaluronidases, HYAL1‐3, have been shown to 
regulate  their activity  (Lokeshwar 2002). HYAL1 promoter region contains binding sites 
for  several  transcription  factors,  such  as  SP1,  early  growth  response  ‐1  (EGR‐1),  and 
activating  protein‐2  (AP‐2)  (Lokeshwar  2008). HYAL1  expression  is  also  regulated  by 




In dermal  fibroblasts, PDGF‐BB  increases  the mRNA  level of HYAL1 while  the protein 
level is not changed and HYAL2 levels are not affected (Li 2007). In the same study, TGF‐








HYAL3  mRNA  levels  6h  after  exposure,  and  accordingly  at  24h  post‐irradiation  the 
HYAL1  protein  level  is  increased,  HYAL2  is  decreased  and  HYAL3  is  not  changed 
(Kurdykowski  2011).  However,  in  another  study  the  mRNA  levels  of  Hyal1‐3  were 
slightly increased at day 3 after UVB in mouse epidermis (Tobiishi 2011).  
   Inhibitors of hyaluronidases are present in the serum, but they are poorly characterized. 
The  predominant  hyaluronidase  inhibitor  in  serum  is  a  member  of  the  inter‐alpha‐





In  addition  to  enzymatic  breakdown,  hyaluronan  is  decomposed  by  reactive  oxygen 
species  (ROS)  and  free  radicals.  One  reason  for  the  susceptibility  of  hyaluronan  to 









by  hyaluronan  degradation  in  synovial  fluid  of  rheumatoid  arthritis  and  this  protects 
articular  tissues  from  further  damage  (Sato  1988). On  the  contrary,  in  rabbit  articular 
chondrocytes,  ROS  destroy  hyaluronan‐proteoglycan  complexes,  affecting  cartilage 
structure (Panasyuk 1994). In breast cancer, nitric oxide, one type of ROS, stimulates the 
synthesis of hyaluronan which then acts as a scavenging molecule for the excessive free 
radicals  by  being  degraded  itself  (Karihtala  2007).  Many  antioxidants  have  been 
suggested  to  be  protective  against  ROS‐induced  breakdown  of  hyaluronan  (Mendoza 




Hyaluronan  can  be  bound  by many molecules,  some  of which  are  receptor  proteins 
having  signaling  properties.  The  link module  superfamily  of  hyaladherins  consists  of 
aggrecan,  versican,  brevican,  neurocan,  link  proteins,  CD44,  LYVE‐1,  tumor  necrosis 
factor alpha stimulated gene‐6 (TSG‐6), and HARE (Day 2002). A common factor among 




32,  intracellular hyaluronan binding protein 4  (IHABP4), CD38, a sialoprotein  (SPACR) 
and a sialoproteoglycan  (SPACRCAN)   associated with cones and  rods  (Day 2002) and 
layilin (Bono 2001).     
   The  minimum  chain  length  needed  by  the  different  hyaladherins  for  binding  of 
hyaluronan  varies. A minimum  of  10  sugars  (HA10)  is  required  for  link proteins  and 
proteoglycans  (Seyfried  2005, Hardingham  1973, Hascall  1974),  but  for CD44  the  size 
seems  to  vary  depending  on  the  cell  line.  Six  sugars  or more  (>HA6)  prevented  the 
binding of hyaluronan to the surface of cultured SV‐3T3 cells (Underhill 1979) and HA6 
was also sufficient to inhibit assembly of the pericellular coat in chondrocytes (Knudson 
1993).  However,  keratinocytes  require  HA10  or  longer  oligosaccharides  for  the 
displacement of cell surface hyaluronan (Tammi 1998). An optimal length of 6‐10 sugars 
(HA6‐HA10)  to  displace  hyaluronan  from CD44  has  been  shown  in  other  studies  too 
(Lesley  2000,  Teriete  2004).  Layilin  needs  HA20  to  interfere  with  its  binding  to 




CD44  is  a  transmembrane  glycoprotein  located  at  the  cell  surface  (Underhill  1985, 
Underhill 1987). It  is formed by a single chain that makes a single pass through the cell 
membrane (Toole 2009). The standard form of CD44 has a molecular weight of 85 kDa in 
SDS‐PAGE,  and  is  expressed  in most  cell  types,  but CD44  can  be  expressed  in many 
variant  forms  resulting  from  alternative  splicing  of  a  single  gene  (Goldstein  1989, 





however,  their  expression  levels  are  downregulated  at  confluency  and  differentiation 
(Zhou 1999). The hyaluronan binding domain of CD44  is  reasonably conserved among 
mammals and  is  located at  the  amino  terminal distal  extracellular  region, whereas  the 
rest of the extracellular part, the membrane‐proximal region can be modified by O‐linked 





1997).  On  the  other  hand,  in  cultured  melanocytes  one  of  the  two  expressed  CD44 
variants is covalently modified by chondroitin sulphate (Herbold 1996).   
   Early after  its discovery as a hyaluronan receptor, CD44 was noticed  to participate  in 
receptor‐mediated uptake of hyaluronan (Hua 1993, Culty 1992). CD44 can bind ligands 
influencing cell behavior, act as a co‐receptor mediating  signaling cascades and  form a 
link  between  the  cell membrane  and  cytoskeleton  (Ponta  2003).  Cell  surface  CD44  is 
required  for  the  survival  and  proliferation  of  tumor  cells  in  the microenvironment  of 
metastasis  (Yu  1997).  Inhibition  of  hyaluronan‐CD44  contacts  by  oligosaccharides  also 
attenuates  signaling  pathways  activated  by  CD44.  For  example,  hyaluronan 
oligosaccharides  can  inhibit  tumor  growth  by  disturbing  the  hyaluronan‐CD44 
interaction  in  melanoma  cells  (Zeng  1998)  and  glioma  (Ward  2003),  and  hyaluronan 
fragments  of  HA6‐HA36  size  can  induce  cleavage  of  CD44,  thereby  promoting  cell 
migration  (Sugahara 2003).  In addition, hyaluronan oligosaccharides and CD44  siRNA, 
both perturbing  the  contact of hyaluronan  and CD44,  can  reverse hyaluronan‐induced 
increase  in  the  expression  of  cyclo‐oxygenase‐2,  a mediator  of  cell‐survival  properties 
(Misra  2008).  Hyaluronan  oligosaccharides  also  disturb  the  complexes  formed  by 
hyaluronan and CD44, emmprin (extracellular matrix metalloproteinase inducer; CD147; 
basigin (Toole 2008)) and monocarboxylate transporters (MCT) leading to reduced lactate 
efflux  in  cancer  cells  (Slomiany  2009b).  The  activation  of  CD44  and  its  consequent 
signaling  has  been  suggested  to  be  affected  by  its  posttranslational modifications,  its 
location  at  certain  cell  membrane  domains,  interactions  with  the  cytoskeleton  and 
binding of hyaluronan (Toole 2009).  
   In human epidermis, CD44 and hyaluronan are present  in  the basal and  spinous  cell 
layers, but are both missing from the upper granular or cornified layers of the skin (Wang 
1992). In keratinocytes, CD44 participates in the binding of hyaluronan in the pericellular 
coat, although other mechanisms have been  suggested,  like binding  to  the  synthase or 
other  hyaladherins  (Tammi  1998,  Pasonen‐Seppänen  2012a).  CD44  is  also  present  in 
normal skin fibroblasts and its expression is substantially increased in hypertrophic scars 
(Messadi 1993). In psoriasis, in which the epidermis is hypertrophic, the main pattern of 
hyaluronan and CD44 stainings resembles  that of normal skin, but  in areas  invaded by 
leukocytes  the  stainings  are  decreased  (Tammi  1994).  CD44  is  consistently  stained  in 







1  (CRSBP‐1),  is  a  type  I  integral membrane  protein  containing  the  link module  in  its 
extracellular  domain  (Banerji  1999).  The  structure  of  LYVE‐1  is  homologous  to  CD44 





hyaluronan  by  charge  interactions  (Banerji  2010).  LYVE‐1  is  a  lymph  endothelium‐
specific hyaluronan receptor and it has been used widely as a marker for lymph vessels 
(Banerji  1999,  Solis  2012).  LYVE‐1/CRSBP‐1  knockout mice  are  normal  and  fertile,  but 
they have distended  lumens  in  lymph vessels and as a consequence,  the  lymph  flow  is 
constitutively increased (Huang 2006). 
   Stabilin‐2, also known as HARE, has  its gene  located on chromosome 12 and encodes 
two  isoforms  of  190  and  315  kDa  (Zhou  2003). HARE  is  abundant  in  the  sinusoidal 
endothelial  cells  of  human  liver,  spleen  and  lymph  nodes  (Zhou  2003),  in  which 
endocytosis  of  hyaluronan  occurs  via  the  clathrin‐coated  pit  pathway  (Zhou  2003, 
McGary  1989).  In  addition  to  hyaluronan,  HARE  can  also  endocytose  chondroitin 
sulphates  (Harris  2007)  and  heparin  (Harris  2008).  Binding  of  hyaluronan  to  HARE 
increases phosphorylation of both HARE and extracellular signal‐regulated kinase (ERK) 
1/2,  leading  to activation of ERK  (Kyosseva 2008), suggesting  that HARE  is  involved  in 
cell signaling.  In addition, HARE may have an  important  role  in cancer cell spreading. 
Inhibition  of HARE  totally  prevents  formation  of  lymph  node metastases  in  prostate 
cancer  (Simpson  2012)  and  in  Stabilin‐2 knockout mice  the number of  lung metastasis 
was  reduced  possibly  because  the  elevated  serum  hyaluronan  levels  prevented  the 
attachment of the circulating melanoma cells to the lung tissue (Hirose 2012). 
   Layilin,  a  transmembrane  protein  expressed  in  membrane  ruffles  of  adherent  cells 
(Borowsky 1998), can bind  to hyaluronan via  its  lectin‐like domain  (Bono 2001). Layilin 
may modulate  the  cytoskeleton because  it  can  associate with  talin, merlin  and  radixin 
(Bono 2001, Borowsky 1998, Bono 2005). Layilin  is suppressed by IL‐1β  in chondrocytes 
and  it  has  been  suggested  to  participate  in  the  functions  of  hyaluronan  in  arthritis 
(Murata 2012). 
   Small hyaluronan chains can activate TLR‐4, a receptor complex associated with innate 
immunity  (Termeer  2002).  Contact  of  hyaluronan  with  TLR‐4  initiates  inflammatory 
responses  in acute  lung  injury  (Jiang 2005) and  in chondrocyte cultures  the addition of 





described  by  Turley  and  colleagues  in  1982  (Turley  1982).  It was  cloned  in  1992  and 
found  to be a cell‐surface hyaluronan  receptor  involved  in cell  locomotion, but  lacking 
the link module (Hardwick 1992). RHAMM has two isoforms that encode an alternatively 
spliced exon 4  (Hall 1995, Wang 1996a) and  these variants determine  its  location  in  the 
cell (Zhang 1998). Although RHAMM was first located at the cell surface, it was also later 
discovered to be an intracellular protein (Hofmann 1998, Assmann 1998). The cell surface 
form  of  RHAMM  is  designated  as  CD168  (Maxwell  2008).  RHAMM  has  two  B(X7)B 
motifs in its carboxyl terminal, required for HA binding (Yang 1994).  
   RHAMM  associates with microtubules  and  –filaments  in  cells  (Assmann  1999).  It  is 
suggested  to be  involved  in  cell division,  localizing  in  centrosomes and  stabilizing  the 
mitotic spindle (Maxwell 2003). RHAMM also has signaling properties, as it can bind to 
ERK  (Zhang  1998),  among  other  kinases  (Turley  2002).  Furthermore,  RHAMM  is 
oncogenic  as  its  hyaluronan‐binding  ability  is  required  for  transformation  by  ras 
oncogene (Hall 1995). RHAMM‐negative fibroblasts display delayed wound healing and 
a  similar phenomenon with decreased wound  contraction  and  cell migration was  also 





The  second  intracellular  hyaladherin  is  a  homodimer  of  two  34  kDa  subunits  (Gupta 
1991). It was first isolated from rat liver and was also found on the surface of fibroblasts, 
initially named HABP (Gupta 1991). This HABP was later found to be identical with P‐32, 
a protein co‐purified with  the human pre‐mRNA splicing  factor SF2  (Deb 1996) and  to 
have sequence homology with the receptor for complement protein (gC1q‐R) (Das 1997). 
It is phosphorylated in the presence of hyaluronan (Ranganathan 1995). Reduced levels of 




   The  third  intracellular  hyaluronan‐binding  molecule  is  CDC37.  It  is  a  vertebrate 
homologue of a cell cycle control protein found in yeast and Drosophila (Grammatikakis 
1995).  CDC37  acts  cooperately  with  chaperone  Hsp90  to  regulate  protein  kinases 






enzymes  that also  contain a  conserved hyaluronan binding motif  (R/K)X7(R/K) and are 
able  to  interact with  hyaluronan  in  vitro  based  on  precipitation  assays  (Shin  2006).  In 
addition, USP17  deubiquitinates  suppressor  of  defective  silencing  3  (SDS3)  protein  in 





The  extracellular  matrix  contains  a  wide  array  of  molecules  capable  of  binding  to 
hyaluronan.  These  connections  provide  stability  in  the matrix  as well  as  a  variety  of 
effects  on  cell  behavior.  Aggrecan,  versican,  neurocan  and  brevican  are  chondroitin 
sulphate proteoglycans that form a hyalectican family of hyaluronan binding molecules.   
Aggrecan  is  a  large  proteoglycan  present  in  cartilage  produced  by  chondrocytes. 
Aggrecan contains  the hyaluronan‐binding  link module  in addition  to high amounts of 
carbohydrates  like  chondroitin  sulphate,  keratan  sulphate  and  O‐  and  N‐linked 
oligosaccharides.  Formation  of  aggregates  of  hyaluronan  and  aggrecan’s  link module 
produces  a  hydrophilic  matrix  providing  the  cartilage  with  load‐bearing  functions 
(Hardingham 1974, Hardingham 1992).  
   Versican  (a versatile proteoglycan),  first  found  in  fibroblasts  (Zimmermann 1989) but 
later  shown  to be present  in many  cells and  tissues,  contains  sequence homology with 
known  hyaluronan‐binding molecules  (LeBaron  1992).  It  can  also  bind  to  CD44  (Wu 
2005).  It has  been  shown  to  be upregulated  in many  cancers  (Ricciardelli  2009)  and  it 
regulates lymphocyte traffic together with hyaluronan in inflamed tissues (Evanko 2012). 
   Neurocan is located in the brain tissue (Rauch 1992) being involved in tissue modeling 
and  remodeling.  Besides  hyaluronan,  it  can  bind  other  glycosaminoglycans,  growth 
factors  and  structural matrix  proteins  (Rauch  2001).  Brevican  is  another  proteoglycan 
found in the brain (Yamada 1994).  
   TSG‐6 is a secreted protein, the synthesis of which is increased by inflammatory signals 
(Lee 1992).  It contains a hyaluronan‐binding region, closely related  to CD44  (Lee 1992). 
The  IαI  consists  of  two  heavy  chain  protein  chains  covalently  linked  to  a  chondroitin 




(Wisniewski  1994,  Mukhopadhyay  2001)  and  these  complexes  are  necessary 
intermediates  in  the  transfer of  the heavy chains  to hyaluronan  (Rugg 2005).  IαI heavy 
chains  associated  with  hyaluronan  have  been  found  in  pericellular  matrices  of,  for 
example, cultured mouse dermal  fibroblasts  (Yoneda 1990, Huang 1993).  In addition  to 
catalyzing  the  transfer of  the heavy chains of IαI  to hyaluronan  (Rugg 2005), TSG‐6 has 
been suggested to be a hyaluronan cross‐linker (Baranova 2011). Concentration of TSG‐6 
may  also  affect  the  binding  of  hyaluronan  to  CD44  (Lesley  2004).  TSG‐6  has  anti‐
inflammatory  effects  (Milner  2003)  as  indicated  by  vast  inflammatory  destruction  of 
cartilage  and  bone  observed  in  TSG‐6  knockout  mice  (Szanto  2004).  TSG‐6  is  also 
accumulated  in  the  matrix  of  the  preovulatory  follicle  during  ovulation,  possibly 
providing the matrix with stability (Mukhopadhyay 2001).   





Figure 3. The life cycle of hyaluronan. 
1. Hyaluronan is synthesized from cytosolic UDP-sugars by HASs 1-3 at the plasma 
membrane and the growing hyaluronan chain is extruded into the extracellular space. 
2. Extracellular hyaluronan is either released into the matrix or bound by the synthases. 
Hyaluronan may also be bound by proteoglycans and other structural macromolecules. In the 
extracellular matrix, hyaluronan contributes to the mechanical properties of the tissue and it 
has an important structural role especially in cartilage. Pericellular HA expands intercellular 
spaces and affects migration, proliferation, tumor development and wound healing. 
3. Extracellular hyaluronan is also bound by various cell surface receptors, e.g. CD44. 




4. Hyaluronan binding by receptor proteins may lead to activation of various signaling 
cascades either directly by the receptor, or the receptor may act as a co-receptor interacting 
with various other receptors (e.g. ErbB, EGFR) or matrix metalloproteinases (MMP). In 
addition, hyaluronan binding by receptors may lead to formation of signaling complexes by 
adapter proteins near the cell surface. The composition of the complexes depends on the 
particular HA receptor and may vary between different cell types. CD44 also forms 
interactions with the actin cytoskeleton. 
5. Hyaluronan binding by receptors activates signaling cascades and signal transduction 
mediators, leading to changes in protein synthesis, cell behavior and growth. 
6. Hyaluronan may be endocytosed from the extracellular space by fluid endocytosis or by 
receptor-mediated endocytosis, reducing its content at the cell surface. HARE and LYVE-1 are 
endocytotic hyaluronan receptors in liver and lymph vessels. 
7. Hyaluronan is removed from the extracellular matrix and synovial fluid to the lymph and 
blood, delivered to the liver, spleen and kidney and finally excreted in urine. Hyaluronan may 
also be degraded by reactive oxygen species or free radicals. At the cell surface, hyaluronan 
is locally degraded by HYAL2, which is located at the cell surface by a GPI-anchor. HYAL2 
degrades hyaluronan into ~20 kDa polymers.  
8. Hyaluronan is endocytosed with HYAL2 and the endosomes fuse with lysosomes. In 
lysosomes, hyaluronan is further degraded by HYAL1 and exoglycosidases.   
 
2.5. BIOLOGICAL FUNCTIONS OF HYALURONAN 
Hyaluronan  is present ubiquitously  in  the extracellular matrix and  it  is not  just a space 
filler. Hyaluronan can affect many aspects of cell shape and  the growth of cells, and  it 
also  participates  in  situations  when  the  cellular  homeostasis  is  disrupted,  like 
inflammation. Many of these properties of hyaluronan are especially valuable for normal 




Abundant hyaluronan  is  retained  around  the  cells  after  its  synthesis  by  binding  to  its 
receptors,  like CD44, making a  fluffy coat surrounding  the cells. The shape of cells and 
the  space  they  take  in  tissues  is  affected  by  this  pericellular  hyaluronan.  Dynamic 
fluctuations in the pericellular coat are important during limb morphogenesis (Knudson 
1985). The Ppericellular hyaluronan coat has been demonstrated in fibrosarcoma cells by 
the  red  blood  cell  exclusion  test  (Goldberg  1984a)  and  has  been  shown  to  contain 
proteoglycans  in  addition  to  hyaluronan,  especially  in  the  pericellular  coat  of 
chondrocytes (Goldberg 1984b). The pericellular hyaluronan coat has been seen in many 
different  cell  types  thereafter. For example, dividing or motile vascular  smooth muscle 
cells  have  thick  pericellular  hyaluronan  coats  (Evanko  1999a).  Some  cell  lines  have 
hyaluronan coats naturally (Rilla 2008, Knudson 1993, Evanko 1999a, Heldin 1993), while 
other cell  lines produce  it  in  response  to overexpression of hyaluronan  synthase  (Itano 
1999, Brinck 1999, Kakizaki 2004, Li 2001, Kultti 2006). The pericellular hyaluronan coat 
can  also  be  induced  by  growth  factors  like  EGF  (Pienimäki  2001)  and  PDGF  (Evanko 
2001).  
   Active  hyaluronan  synthesis  at  the  plasma  membrane  induces  the  formation  of 
microvilli up to 20 μm  in  length (Rilla 2008, Kultti 2006). These microvilli contain actin, 
but are not dependent on CD44  (Kultti 2006). The size of  the hyaluronan coat has been 




inhibition of  its synthesis with 4‐MU  reduces  the coat  (Kakizaki 2004, Kultti 2006). The 
hyaluronan coats are also affected by hyaluronan oligosaccharides. Human mesothelial 
cells have hyaluronan coats that are destabilized by hyaluronan oligosaccharides capable 
of  interfering  with  hyaluronan‐receptor  interactions  (Heldin  1993).  In  tumor  cells, 
hyaluronan oligosaccharides prevent the formation of the pericellular hyaluronan matrix 
and  inhibit  tumorigenesis  (Hosono  2007).  The  hyaluronan  coat  is  required  for  the 
elongated, spindle‐shape morphology of the smooth muscle cells, while cells treated with 
hyaluronan oligosaccharides  loose  the coat and gain a  flattened, spread shape  (Evanko 
1999a). 
   In addition to the fluffy hyaluronan matrix, pericellular hyaluronan can take the form 
of cables  that bind  to  leukocytes. Such cables have been  induced with a viral mimic  in 
colon  smooth muscle  cells  (de  la Motte  2003), with  bone morphogenetic  protein‐7  in 
proximal tubular epithelial cells (Selbi 2004), with proinflammatory agents such as IL‐1β 




cable  formation  in  airway  smooth  muscle  cells  (Lauer  2009a).  Although  the  cables 
generally associate with  increased  synthesis of hyaluronan, no  correlation between  the 





affect epithelial  to mesenchymal  transition  (EMT), which  is especially  important during 
tissue  development,  healing  processes  and  cancer  progression.  The  association  of 
hyaluronan and EMT has been demonstrated in several studies. Transformed properties 
and epithelial to mesenchymal transition is seen in phenotypically normal Madin‐Darby 
canine  kidney  and  human  mammary  epithelial  cells  when  hyaluronan  synthesis  is 
stimulated  with  adenoviral  expression  of  Has2  (Zoltan‐Jones  2003).  Has2  knockout 
prevents normal  cardiac EMT  in mice  (Camenisch  2000). Hyaluronan  oligosaccharides 
prevent  cardiac EMT by  inducing vascular  endothelial growth  factor  (VEGF)  (Rodgers 
2006).  Several  other  growth  factors  are  also  involved  in  hyaluronan‐induced  EMT. 




activate  TGF‐β  signaling  by  promoting  the  formation  of  hyaluronan‐CD44‐moesin 
complexes  required  for  EMT  in  retinal  pigment  epithelial  cells  (Takahashi  2010).  The 
importance  of CD44  in EMT has  also been  shown  in  another  study with  colon  cancer 
cells,  in which overexpression of CD44  increased EMT changes, whereas knockdown of 












other  cell  types.  For  example,  high molecular weight  hyaluronan  protects  the  human 
corneal  epithelial  cells  from  apoptosis  after UVB  exposure  (Pauloin  2009),  and human 
aortic  smooth muscle  cells  from  apoptosis  induced  by  4‐MU  (Vigetti  2011). A  similar 
protective  effect  of  hyaluronan was  found  in  hepatocellular  carcinoma  cells,  in which 
inhibition of hyaluronan synthesis by 4‐MU induced apoptosis (Piccioni 2012).  




later  found  in  lymphoma  cells  (Alaniz  2006).  Hyaluronan  oligomers  also  inhibit 
phosphorylation of ErbB2 and assembly of ErbB2‐signaling complex  in colon carcinoma 
and mammary  carcinoma  cells,  attenuating  cell  survival  signaling  (Ghatak  2005).  The 
oligomers have been suggested to block the binding of hyaluronan to CD44, as an anti‐
CD44 antibody had similar effects  (Ghatak 2002). This mechanism  is also supported by 




Hyaluronan  influences  cell  growth,  but  the  results  have  been  contradictory  and may 
depend on the different cell types. In rabbit synovial cells and 3T3 cells, the addition of 
hyaluronan to the culture medium inhibited proliferation, but the effect depended on the 
molecular weight  and  concentration  of  hyaluronan  (Goldberg  1987). Hyaluronan  can 
facilitate proliferation by activating several signaling  routes  in cells or by providing an 
adaptable matrix for cell division (Brecht 1986). Hyaluronan promotes the interaction of 
CD44  and  epidermal  growth  factor  receptor  (EGFR)  leading  to  activation  of mitogen‐








hyaluronan  coat  by  hyaluronan  oligosaccharides  was  associated  with  reduced  cell 
proliferation (Evanko 1999a).  
   Hyaluronan oligosaccharides have been shown  to  increase proliferation of endothelial 
cells  under  specific  conditions,  such  as  wound  repair.  The  angiogenic  effect  of 
hyaluronan oligosaccharides, often associating with proliferation, has been known  for a 
long  time,  both  in  vivo  (West  1985)  and  in  vitro  (Montesano  1996).  HA2‐HA10 
oligosaccharides  enhance  proliferation  of  endothelial  cells  and  increase  angiogenesis, 
possibly  via  RHAMM‐dependent  signaling  pathways  (Gao  2008b).  In  another  study, 
HA6‐HA10,  but  not  HA4,  stimulated  proliferation  of  endothelial  cells  and  increased 
angiogenesis  in  a membrane  assay  (Cui  2009a).  The  combination  of  proliferation  and 
angiogenesis  is  especially  useful  in  wound  repair.  Enhanced  angiogenesis  and 
lymphangiogenesis  by  HA  oligosaccharides  has  been  demonstrated  in  a  murine 
excisional dermal wound model (Gao 2010).   
   Hyaluronan‐rich  pericellular  matrices  are  also  important  for  proliferation  during 
morphogenesis. Many growth  factors, such as TGF‐β and basic  fibroblast growth  factor 




(Toole  1989).  Hyaluronan  accumulation  is  required  at  sites  of  cell  proliferation  and 
migration during development of  limbs, while downregulation of hyaluronan synthesis 
is  important  during  precartilage  condensation  of  the  skeletal  elements  (Li  2007b). 
Hyaluronan is also needed for the expansion of the cumulus cell‐oocyte complex and for 
the  extrusion  of  the  oocyte  (Salustri  1989,  Salustri  1999),  and  it may  also  protect  the 
oocyte  from  penetration  by  functionally  deficient  spermatozoa  (Salustri  1999). 
Furthermore, the correct amount of hyaluronan  is crucial for the proper organization of 
simple  epithelia  in  tissues. Overexpression  of HAS3  and  consequent  accumulation  of 
hyaluronan  in Madin‐Darby canine kidney cells causes disturbed cell‐cell contacts with 
aberrant  polarization  of  cells  during mitosis,  eventually  leading  to  formation  of  cysts 
with multiple  lumina  (Rilla  2012). Hyaluronan  also  functions  in  the  differentiation  of 
stratified epithelia,  like skin. Hyaluronan synthesis correlates positively with epidermal 





Hyaluronan has been suggested  to enhance cell migration  in many different cell  types, 
like smooth muscle cells of  the ductus arteriosus  (Boudreau 1991) and Ras‐transformed 
fibroblasts  (Turley 1991) or epidermal Langerhans cells  (Mummert 2003). By  increasing 
the volume of  cell‐free  space  in  tissues, hyaluronan  creates  a pericellular  environment 
that  facilitates migration  of  cells.  The  promigratory  effect  of  hyaluronan  is  especially 
valuable  during  wound  healing.  Smooth  muscle  cells  accumulate  hyaluronan  and 
increase migration during wound healing (Savani 1995). Keratinocytes are surrounded by 
CD44‐bound  hyaluronan  during  the  healing  process  (Oksala  1995),  and  epidermal 
hyaluronan content  increases rapidly after  the  trauma concomitantly with upregulation 
of Has2  and Has3 mRNA  (Tammi  2005).  Inhibition  of  hyaluronan  synthesis  by  4‐MU 












Yet  another  way  hyaluronan  affects  cell  growth  is  its  enhancement  of  anchorage‐
independent  growth,  important  for  cell  invasion  in  tissues.  Increased  amount  of 
hyaluronan  due  to  expression  of  HAS2  promotes  anchorage‐independent  growth  of 
fibrosarcoma cells  (Kosaki 1999) and mesothelioma cells  (Li 2001), while suppression of 
HAS2 decreases it, as shown in breast cancer cells (Li 2007a). The binding of hyaluronan 








emmprin  in  breast  cancer  cells  stimulates  hyaluronan  production,  leading  to  the 




Hyaluronan  can  promote  cancer  cell  growth  by  enhancing  multidrug  resistance. 
Increased production of hyaluronan has been  shown  to provide many different  cancer 
cell  lines  with  drug  resistance,  whereas  hyaluronan  oligosaccharides  antagonize  this 




interaction  (Misra  2005). Osteopontin  provides  the  cells with multidrug  resistance  by 
enhancing  the  binding  of  hyaluronan  to  CD44  (Tajima  2010).  The  interaction  of 










Many  of  hyaluronan’s  functions  depend  on  its  molecular  size.  Hyaluronan 





   High‐molecular weight hyaluronan  is anti‐inflammatory  (Delmage 1986), whereas  the 
hyaluronan  oligosaccharides  have  been  claimed  to  be  pro‐inflammatory  (Stern  2006). 
Elevated  levels of hyaluronan have been observed  in  inflammatory conditions of many 
diseases,  for  example  arthritis  (Goldberg  1991),  nephritis  (Nakamura  2005),  asthma 
(Cheng 2011), and meningitis (Laurent 1996). Hyaluronan is also accumulated in various 
injuries,  such  as  skin  (Tammi  2005)  and  lung  injury  (Jiang  2005).  In  skin, keratinocyte 
damage  activates  dendritic  epidermal  T  cells  to  produce  cytokines  that  stimulate Has 
expression and hyaluronan  synthesis by keratinocytes  (Jameson 2005). Upregulation of 





   At  the  site  of  inflammation,  hyaluronan  is  degraded  by HYAL2  or  reactive  oxygen 
species  (Monzon 2010, de  la Motte 2009, Soltes 2006). Hyaluronan  fragments and  their 
interaction  with  hyaluronan  receptors  during  acute  inflammation  have  been 
demonstrated to increase the transcription of several inflammatory cytokines resulting in 
amplified  inflammation  via  activation  of  NF‐ĸB  (Campo  2010).  Hyaluronan 




MMP‐13  (Ohno  2006)  and  synthesis  of  nitric  oxide  (Iacob  2006)  in  chondrocytes.  In 
addition, hyaluronan oligosaccharides increase synthesis of heat shock protein 72 under 
stress  conditions  such  as hyperthermia  (Xu  2002). However,  some of  the  effects of  the 
hyaluronan oligosaccharides in these studies may be explained by possible contaminants 
of  the  reagents,  such  as  lipopolysaccharide, which  is known  to  induce NF‐ĸB  (Yasuda 
2011).  TLR4  and  TLR2  have  been  shown  to  mediate  the  responses  of  hyaluronan 
oligosaccharides in lung injury (Jiang 2005) and in the activation of dendritic cells in skin 
(Termeer  2002).  In  addition,  TLR2,  by  increasing  the  production  of  TGF‐β,  promotes 
interaction of hyaluronan and RHAMM, leading to increased chemotaxis of macrophages 
in  the  lung  (Foley  2012).  Superoxide  dismutase  3  (SOD3)  has  been  shown  to  prevent 
degradation of hyaluronan and  inhibit  inflammation  in  lung  injury  (Gao 2008a). SOD3 






intracellularly.  There  are  several  reports  suggesting  functions  for  the  intracellular 
hyaluronan, but its role remains controversial. 
   Several  intracellular proteins capable of binding to hyaluronan have been found, such 
as RHAMM  (Turley 1982), HABP/P32  (Gupta 1991), CDC37  (Grammatikakis 1995) and 
USP17  (Shin  2006)  and  it  raises  the  possibility  that  these  proteins  have  a  function  in 
hyaluronan binding within cells  in vivo. However, the biological relevance of the ability 
of these proteins to bind to hyaluronan is not resolved. 
   Hyaluronan  staining  has  been  seen  in  smooth  muscle  cells  and  fibroblasts  in  the 
cytoplasm  as  a  network‐like  pattern  and  in  vesicles  in  addition  to  nuclear  staining, 
suggesting  a  role  for  hyaluronan  in  chromosome  condensation,  nuclear  matrix  and 
cytoskeleton  (Evanko  1999b).  Intracellular  hyaluronan  staining  has  also  resembled 
microtubule distribution (Evanko 2004). In contrast to smooth muscle cells,  intracellular 
hyaluronan  was  seen  in  cytoplasmic  vesicles  without  any  nuclear  staining  in 




hyaluronan  in  aortic  smooth  muscle  cells  also  colocalizes  with  a  lysosomal  marker, 
suggesting  that  it  is  endocytosed  and  destined  for  degradation,  although  some  of  the 
hyaluronan was  found  in  the nucleus  (Evanko 2004).  In  the  same  study  it was noticed 
that while  endocytosed  high molecular weight  hyaluronan  remains  in  larger  vesicles, 
hyaluronan  of  50  kD  or  300  kD  shows  a  diffuse,  network‐like  pattern,  often  in  the 
perinuclear area. 
   Intracellular  activation  of  hyaluronan  synthesis  has  been  suggested  to  occur  during 
conditions  of ER  stress,  leading  to  the production  of hyaluronan  cables  inside  the  cell 
(Hascall  2004).  In  addition,  under  hyperglycemic  conditions  intracellular  hyaluronan 




which modulates RHAMM and  leads  to  the mitotic abnormalities  in multiple myeloma 







2.6. HYALURONAN IN CANCER 
2.6.1. Alterations of hyaluronan in cancers 
The  content  of  hyaluronan  is  changed  in  many  tumors  compared  to  normal  tissues. 
Tumors originating  from simple epithelia show  increased hyaluronan content  in cancer 
cells,  while  the  normal  epithelial  tissue  is  devoid  of  hyaluronan.  On  the  contrary, 
hyaluronan  is  abundant  in  stratified  epithelia,  but  in poorly  differentiated  tumors  the 
amount of hyaluronan in cancer cells is decreased (Tammi 2008). Stromal hyaluronan  is 
increased  in many  tumors  correlating with poor  patient prognosis  (Tammi  2008). The 
interplay  between  the  tumor  cells  and  the  surrounding  stroma  makes  the  role  of 




   Benign  cutaneous nevomelanocytic  lesions  show  intense  staining  of CD44, while  the 
intensity is decreased in melanoma, inversely correlating with the size, depth and level of 
invasion (Leigh 1996). In localized cutaneous melanoma, reduced stainings of CD44 and 
hyaluronan  is  associated  with  poor  patient  prognosis  (Karjalainen  2000).  In  situ 
carcinomas and well‐differentiated squamous cell carcinomas of the skin show enhanced 
HA  and CD44  staining  compared  to  normal  epidermis, while  in  poorly  differentiated 
SCC and basal cell carcinoma  the  intensities are reduced  (Karvinen 2003a). Hyaluronan 
and CD44 display similar changes in squamous cell carcinomas originating from different 





SCC  (Hirvikoski  1999,  Kosunen  2004)  and  to  distant  metastasis  in  laryngeal  SCC 
(Hirvikoski 1999).  In nonmelanoma skin  tumors,  the depletion of CD44 associates with 
increased staining of MMP‐7 (Hartmann‐Petersen 2009). 
   Distribution of hyaluronan in adenocarcinomas is different compared to the squamous 
cell  carcinomas described above.  In benign breast  lesions, hyaluronan  is present  in  the 
stromal connective  tissue and  the ductal epithelial cells are negative  for hyaluronan.  In 
breast adenocarcinomas, the stromal hyaluronan is increased compared to normal tissue 
and hyaluronan  is also detected  in some of  the  tumor cells  (Auvinen 1997), associating 







staining.  These  include  ovarian  cancer  (Hiltunen  2002,  Anttila  2000),  endometrial 
carcinoma (Afify 2005), lung adenocarcinoma (Pirinen 2001), gastric cancers (Setälä 1999), 
prostate adenocarcinoma  (Lipponen 2001, Lokeshwar 2001,  Josefsson 2011) and bladder 








As hyaluronan content  is known  to be changed  in many cancers, possible alterations  in 
the  expression  of  hyaluronan  synthases  have  been  studied  to  explain  the  underlying 
mechanisms for it. Increased expression of HAS1 associates with poor patient survival in 
ovarian  cancer  (Yabushita  2004),  colon  cancer  (Yamada  2004b),  Waldenström’s 
macroglobulinemia  (Adamia  2003)  and  multiple  myeloma  (Adamia  2005).  HAS1 
expression  is  also  increased  in  bladder  cancer,  correlating with  increased  hyaluronan 
levels  (Golshani  2007),  and  predicting  metastasis  (Kramer  2011).  In  serous  ovarian 
tumors, HAS1 has been  shown  to be very  low or  totally  absent, whereas  the  levels of 
HAS2 and HAS3 mRNA or staining  levels are not elevated compared to normal ovaries 
or  benign  tumors  (Nykopp  2009).  Interestingly,  in  endometrial  carcinoma  the 
immunoreactivity  of  all  HAS  proteins  is  increased  without  alterations  in  the  mRNA 
levels  of  HAS1‐3,  suggesting  that  the  reduced  turnover  of  HAS  participates  in  the 
accumulation of hyaluronan (Nykopp 2010).  
   Overexpression of Has2 has been shown  to  increase  tumor growth both  in vivo and  in 
vitro  in  an  experimental  rat  colon  carcinoma  cell  line  (Jacobson 2002). Transgenic mice 
with  overexpression  of  Has2  in  mammary  glands  developed  poorly  differentiated 
adenocarcinomas  with  increased  intratumoral  stroma  in  addition  to  enhanced 
angiogenesis and tumor growth (Koyama 2007). Moreover, colon carcinoma cells isolated 
from  lymph  node  metastasis  have  more  pericellular  hyaluronan  and  HAS3  mRNA 
compared  to primary  tumors,  and  inhibition  of HAS3 with  antisense  cDNA  results  in 







2004)  cancers.  The  effect  of  HYAL1  on  cancer  progression,  whether  suppressing  or 
promoting, has been suggested to be concentration‐dependent (Lokeshwar 2005). 
   Increased hyaluronidase levels have been reported in many cancers, like prostate cancer 
(Lokeshwar  1996),  bladder  cancer  (Hautmann  2001),  head  and  neck  SCC  (Franzmann 
2003)  and  breast  adenocarcinoma  (Madan  1999,  Udabage  2005),  correlating  with 
invasiveness, and the hyaluronidase level may be useful as a prognostic marker in some 
cancers.  The  immunohistochemical  staining  intensity  of  HYAL1  is  an  independent 
prognostic  factor  in prostate cancer  (Posey 2003). Urine HYAL1 content combined with 
hyaluronan levels can be used as a sensitive and specific test to detect bladder cancer and 
its grade  (Lokeshwar 2000),  and HYAL1  expression also predicts metastasis  in bladder 
cancer (Kramer 2011). HYAL1 is associated with poor prognosis in lung adenocarcinoma 
and SCC (de Sa 2012). On the contrary, decreased hyaluronidase levels are also observed 




   Hyaluronidases  produce  hyaluronan  fragments  in  tumor  tissue  and  may  facilitate 




cleavage  of  CD44  and  enhancement  of  cell  motility  (Sugahara  2003)  or  enhanced 
angiogenesis (Liu 1996). On the other hand, overexpression of Hyal1  in an experimental 
rat colon carcinoma cell  line decreases  tumor growth both  in vitro and  in vivo, and  the 
tumors  have  larger  necrotic  areas  than  controls  (Jacobson  2002).  In  line  with  this, 
intravenous  hyaluronidase  administered  to  mice  bearing  human  breast  carcinoma 
xenografts  reduced  tumor  volume  as  well  as  hyaluronan  staining  (Shuster  2002). 
Hyaluronidase  treatment has been  shown  to enhance  the  response  to  chemotherapy  in 
several  experimental  cancer  models  like  human  melanomas  implanted  on  mice  and 
treated with regional vinblastine chemotherapy (Spruss 1995), and mammary carcinoma 
in a mouse model,  treated with adriamycin  (Beckenlehner 1992). Recently, a PEGylated 
human  recombinant  PH20  was  tested  in  a  mouse  model  of  pancreatic  ductal 
adenocarcinoma and it was shown to decrease tumoral hyaluronan, leading to increased 
intratumoral delivery of  cancer drugs  and macromolecular permeability of  the  tumors 




2.7. CUTANEOUS MALIGNANCIES INDUCED BY ULTRAVIOLET 
RADIATION 
2.7.1. Structure and function of human skin 
Skin  is  the  largest  organ  of  the  human  body,  accounting  for  about  15%  of  total  body 
weight  and  providing  important  protection  against  chemical,  physical  and  biological 
impacts.  The  thickness  of  the  skin  varies  depending  on  body  location.  The  most 
superficial  layer of  the skin  is  the epidermis, separated  from  the dermis by  the dermo‐
epidermal  junction, while hypodermis or subcutaneous tissue forms the bottom layer of 
the skin. Skin also contains epidermal appendages such as sweat glands, pilosebaceous 
glands,  hair  and  nails,  in  addition  to  nerves  and  vasculature  (Kanitakis  2002).  The 
epidermis is of ectodermal origin, populated early in life by three cell types in addition to 
keratinocytes: bone‐marrow‐derived,  antigen presenting Langerhans  cells, neural  crest‐
derived melanocytes and neuroendocrine Merkel cells probably originating from neural 
crest, while  the dermis and hypodermis are mesodermal  (Burgdorf 2009). The origin of 




keratinocyte  (Kanitakis 2002). The keratinocytes differentiate  terminally as  they migrate 
from  the  basal  layers  up  towards  the  surface  of  the  skin, where  they  are  shed  away. 
During  this  process,  cuboidal  cells with  large  nuclei  become  flattened  and  anucleated 
(Kanitakis  2002).  In  psoriasis,  the  turnover  time  of  the  keratinocytes  is  decreased 
(Burgdorf  2009).  The  keratinocytes  in  the  various  stages  of  the  differentiation  process 
produce  continuous  layers  in  the  epidermis:  the  deepest  layer  is  the  basal  layer, 
containing  dividing  cells  giving  rise  to  new  keratinocytes  and  primitive  stem  cells, 
followed by the prickle‐cell or spinous layer (stratum spinosum), the granular layer and 
cornified  layer  (Kanitakis  2002).  The  skin  stem  cells  are  located  in  the  basal  layer  of 






Figure 4. Layers of the epidermis. 
 
The  cytoskeleton  of  a keratinocyte  is made  of keratins, which  are  the major  structural 
proteins  of  the  epidermis  (Kanitakis  2002,  Fuchs  1995). Keratin  filaments make  stable 
intra‐  and  intermolecular  associations  in  the  epidermis,  providing  keratinocytes with 
mechanical  strength  (Fuchs  1995).  The  basal  layer  keratinocytes  are  attached  to  the 










lamellae  in  the  cornified  layer  and  form  the  cornified  cell  envelope  important  for  the 
penetration barrier of the skin (Kanitakis 2002, Sandilands 2009, Morita 2003). Thus, the 
cornified  layer  of  the  skin  consists  of  flat,  hexagonal,  terminally  differentiated 
corneocytes  containing  a  thick  cornified  envelope  and  a  dense,  filamentous  keratin 
matrix. Eventually  the  corneocytes desquamate  from  the  surface of  the  skin  (Kanitakis 
2002).  
   In  addition  to  keratinocytes,  melanocytes  are  present  in  the  skin  at  a  ratio  of 
approximately 1 melanocyte for 4‐10 basal keratinocytes (Kanitakis 2002). The function of 
melanocytes  is  the  production  and  transfer  of melanin,  the main  determinant  of  skin 
color  (Burgdorf  2009).  Melanocytes  produce  melanin  from  tyrosine  and  pack  it  in 
melanosomes that are transported along the dendritic processes of the melanocytes and 
further  transferred  to  adjacent  keratinocytes,  forming  a  protective  cover  over  the 




   The epidermis and dermis are separated by  the dermo‐epidermal  junction, which  is a 
sheet‐like  basement  membrane  zone  consisting  of  extracellular  matrix  proteins.  The 
basement membrane acts as an adhesion  interface between  the epidermal cells and  the 
dermal  connective  tissue,  provides  a  permeability  barrier  and  controls  cell  behavior 
through mutual  interactions between cell‐surface  receptors and  the extracellular matrix 
molecules  (Masunaga 2006). The  superficial  layer of  the dermis  is organized as dermal 
papillae,  fingerlike  upward  projections  that  provide  the  skin with  support, while  the 
deeper  part  is  reticular  and  contains  coarser  fiber  bundles,  and  vascular  and  nerve 




proteoglycans,  fibroblasts  and  other  connective  tissue  cells,  and mast  cells  (Kanitakis 
2002,  Burgdorf  2009).  Most  of  the  dermal  fibers  (>90%)  are  made  of  type  I  and  III 
collagens, but also  type  IV and VII collagens are present.  In addition  to  fiber structure, 
the  dermis  also  contains  macromolecules  such  as  glycoproteins  and  proteoglycans. 
Spindle‐shaped  fibroblasts  are  the most  abundant  cell  type  of  the  dermal  connective 




Non‐melanoma  skin  cancers  include  squamous  cell  carcinoma  (SCC)  and  basal  cell 




1500 new cases of squamous cell carcinoma each year  in Finland, and  it  is the 5th most 
common  cancer  in women  and  4th most  common  cancer  in men  in  Finland  (Finnish 
Cancer Registry 2012). Squamous cell carcinoma arises from epidermal keratinocytes and 
includes  the  in  situ  form  (Bowen disease)  in  addition  to  invasive  SCC  (Burgdorf  2009, 
LeBoit  2006).  Actinic  keratosis  is  a  premalignant  dysplasia  often  preceding  SCC 
(Bonerandi  2011).  The  percentage  of  actinic  keratosis  developing  to  SCC  varies  in 
different  studies,  but  an  average  of  10%  has  been  suggested  (Glogau  2000). Also  the 
percentage of SCC arising  from actinic keratosis varies. According  to one  source, most 
SCC’s  are  suggested  to  arise  from  actinic  keratosis  (LeBoit  2006), whereas  20‐27%  is 
found  elsewhere  (Cabral  2011).  Clinically,  SCC  typically  presents  raised  infiltrating 
tumors with a budding and bleeding center (Bonerandi 2011). 
   Excessive exposure to UV radiation  is the major risk factor for SCC (Melnikova 2005), 
but  other  risk  factors  include  radiation  therapy, previous  skin  burns,  arsenic,  coal  tar, 
industrial  carcinogens,  immunosuppression,  inflammatory  lesions and  chronic wounds 
(LeBoit  2006,  Bonerandi  2011). Also  human  papilloma  virus  (HPV)  infection  has  been 
suggested to be  involved  in skin carcinogenesis. Several HPV types have been found  in 
skin  samples  from  renal  transplant  patients  presenting  actinic  keratosis  and  SCC 
(Berkhout 2000).  In addition, mice overexpressing HPV oncogenes have been shown  to 
develop  lesions  resembling human actinic keratosis and SCC when exposed  to  chronic 
UV irradiation (Viarisio 2011).   
   Mutations  causing  inactivation  of  the  p53  tumor  suppressor  gene  are  especially 
important  for  the  development  of  SCC  and  such  mutations  are  typically  found  in 
epidermal keratinocytes  exposed  to  solar  radiation very  early, before  the  actual  tumor 
develops  (de Gruijl 2008, Klein 2010). Brash and colleagues discovered  in 1991  that  the 
majority  of  human  skin  SCC’s  contain  mutations  in  p53  and  these  mutations  are 
dipyrimidine  substitutions  (CT,  CCTT),  which  are  the  mutations  caused  by  UV 
(Brash  1991).  Sunlight‐induced  p53 mutations  are  also  found  in  premalignant  human 
actinic keratosis and  the number of apoptotic, sunburn cells  is reduced  in p53‐negative 
skin  of mice  (Ziegler  1994).  In  addition  to  creating new mutations, UVB  exposure has 
been  suggested  to  enhance  the  growth  of  pre‐existing  p53 mutant  clones  in  the  skin 
(Klein 2010). Moreover, p53 mutations cause upregulation of CD44 expression, indicating 








1999). Chronic  exposure  to UV has been  shown  to decrease Fas/Fas‐L  in keratinocytes 
and loss of Fas‐L expression is also seen in papillomas and SCC induced by chronic UV in 
mice (Ouhtit 2000). Also in human skin, the level of Fas‐L is first increased at 14h after a 
single  exposure  to  UV,  but  then  decreased  while  Fas  is  continuously  increased 
(Bachmann  2001). However,  in  human  invasive  SCC  the  expression  of  Fas‐L  is  again 
increased, while Fas levels are reduced (Bachmann 2001), suggesting that Fas/Fas‐L levels 
vary depending on the stage of the UV‐induced lesion. Also aberrant activation of EGFR 
(Kolev  2008)  and  Fyn,  a  Src‐family  tyrosine  kinase  (Zhao  2009)  have  been  found  in 
human SCC, and these proteins decrease p53. Moreover, amplification and mutations of 
the ras oncogene have been found  in SCC (Pierceall 1991, Ratushny 2012). Interestingly, 
keratinocyte  growth  factor  (KGF), which  stimulates migration  and  activates Has2  and 
Has3  in  keratinocytes  (Karvinen  2003b),  suppresses  the malignant  phenotype  of  SCC 
(Toriseva 2012), partly perhaps by restoring the decreased hyaluronan content found  in 
SCC. 










Melanoma  is  the most  fatal  skin  cancer with a  rapidly  increasing  incidence worldwide 
(Garbe 2009, Simard 2012). According  to  the NORDCAN database,  the yearly  incidence 
of melanoma has increased by 4.3% both in women and men during the past 10 years in 
the Nordic  countries.  In Finland,  it  is  the 6th most  common  cancer  in women and 7th 




maligna  melanoma,  superficial  spreading  melanoma,  nodular  melanoma  and  acral 
lentiginous melanoma. Lentigo maligna  is melanoma  in situ and when accompanied by 
dermal invasion, it is called lentigo maligna melanoma. Superficial spreading melanoma 
is  the  most  common  subtype  in  Caucasians  and  its  prognosis  is  favorable.  Nodular 
melanoma is the most aggressive form of melanoma. Acral lentiginous melanoma is often 
found in hands, feet or under the nails. Clinically, melanoma can have various forms, but 
the classical  features  include asymmetry and uneven pigmentation  in a  flat macular or 
nodular  lesion.  A  variant  of  melanoma  is  amelanotic  melanoma,  in  which  the 
pigmentation is totally absent (LeBoit 2006). High amount of benign nevi and especially 
atypical, dysplastic nevi are associated with increased risk for melanoma (Gandini 2005), 
but most melanomas develop  de novo  on healthy  skin  (Seykora  1996). About  5‐10%  of 
melanomas are familial (Garbe 2010). Factors associated with melanoma risk include skin 
type,  number  of  nevi,  having  atypical  nevi  and  positive  family  history  of  skin  cancer 
(LeBoit 2006). However, exposure to UV radiation  is considered as the major risk factor 
for melanoma (Kanavy 2011).  







easily  (Richmond‐Sinclair  2008). Up  to  40%  of  families with  familial melanoma  have 
mutations  in  the  cyclin‐dependent  kinase  inhibitor  2A  (CDKN2A)  gene,  encoding p16 
and  p14  in  alternate  reading  frames  involved  in  cell‐cycle  control  (Goldstein  2007). 
Mutations in the CDKN2A gene are more probable in individuals with multiple primary 
melanoma  (Helsing  2008).  BRAF mutations  are  found  in  a  variety  of  cancers,  but  the 





exist  in  the  same  lesions,  indicating  a  complementary  effect  of  them  on  tumor 
progression (Omholt 2003). UVB‐induced mutations of PTEN tumor suppressor gene are 
present  in  melanoma  (Guldberg  1997),  and  especially  in  patients  with  xeroderma 
pigmentosum  (Wang  2009b), which  is  a  genetic  disorder with  defective DNA  repair, 
resulting  in  a  1000‐fold  increased  risk  for melanoma. Activating mutations  in  the KIT 
oncogene, a gene essential for melanocyte survival and development, are found in acral 
and  mucosal  melanoma  as  well  as  in  melanomas  of  chronically  sun‐damaged  skin 









seen  in melanoma  in  situ, and vertical  (tumorigenic),  in which  the cells  invade  into  the 
dermis  and  are  able  to proliferate  (LeBoit  2006). Early melanoma  lesions  can  often  be 
cured with  primary  surgery,  but  the  prognosis  is  poor  in  advanced  stages,  due  to  its 






between  visible  light  and  X‐rays.  UVR  is  divided  into  three  sections  based  on  its 
wavelengths: UVA  (320‐400 nm), UVB  (280‐320 nm) and UVC  (100‐280 nm). Only UVB 
and  UVA  can  reach  the  Earth’s  surface,  as  UVC  is  blocked  by  the  ozone  layer 
(Matsumura  2004).  UVR  is  widely  known  for  its  role  in  carcinogenesis,  and  it  is 
considered the main cause of skin SCC, melanoma and basal cell carcinomas (Armstrong 
2001). UVB  causes  also  erythema  and  skin  burns, while UVA  causes  skin  aging  and 





Many  skin  cancers  present  aberrant  levels  of  hyaluronan.  UV  exposure  affects  skin 




results  vary  depending  on  the  exposure  time  and  dose  used.  Hairless  mouse  skin 
irradiated with sun lamps three times a week for 10 weeks show elastic fiber hyperplasia 
and  increased  hyaluronan,  chondroitin  sulphate  and  fibronectin  quantities  (Schwartz 
1988). In another study, exposure of hairless mice to UV (16.3 J/cm2) five times a week for 
20  weeks  resulted  in  a  thickened  epidermis  and  increased  hyaluronan,  chondroitin 
sulphate and dermatan sulphate contents  in  the skin and  these accumulations could be 
prevented by hydrocortisone  (Mitani 1999). However, when mice were exposed  to 210 
mJ/cm2 UVB  three  times per week  for a  longer  time period of 182 days,  loss of dermal 
hyaluronan and down‐regulation of Has1‐3 mRNA was reported (Dai 2007).  
   A single dose of UVA (10 J/cm2) or UVB (1 J/cm2) has been shown to decrease epidermal 
hyaluronan  and  CD44  in  mouse  skin  2  h  after  the  UV  exposure,  but  the  levels  are 
recovered in 24 h (Calikoglu 2006). In line with this mouse model, HAS2 was decreased in 
human keratinocytes (HaCaT) 3 h after exposure to UVB (30 mJ/cm2), while upregulation 
of  all  three  hyaluronan  synthases  occurred  24  h  post‐irradiation  (Averbeck  2007). 
Interestingly, HAS1 was already increased after 3 h (Averbeck 2007). In another study, a 
single dose of UVB (10 mJ/cm2) decreased the expression of HAS2 and HYAL2 in HaCat 
cells 6 h after  irradiation  (Hasova 2011). Hyaluronan  synthesis  in human keratinocytes 
shows a biphasic dose‐response:  low doses (10‐30 mJ) of UVB stimulate the secretion of 
hyaluronan and  the expression of HAS2 and HAS3, while higher doses  (>50 mJ)  inhibit 
those (Kakizaki 2008). In the same study, a moderate UVA dose shows minor effects on 
hyaluronan  synthesis, while  high UVA  doses  slightly  inhibit  hyaluronan  content  and 
HAS  expression  (Kakizaki  2008).  Similarly,  Tobiishi  and  colleagues  used  a  single  low 
dose of 0.15 J/cm2 UVB on hairless mice and found that Has2 mRNA is increased on day 1 
and Has3 on days 1‐2 after exposure (Tobiishi 2011).  
   It  has  been  suggested  that  collagen  fragments  derived  from  UVB‐induced  collagen 
damage  down‐regulate HAS2,  leading  to  reduced  hyaluronan  synthesis  in  fibroblasts 
(Röck  2011).  In  addition  to hyaluronan  synthases,  the  role  of hyaluronidases has been 
studied in UV‐induced hyaluronan metabolism. Using a reconstructed epidermis model 
irradiated  once with  40 mJ/cm2, HYAL1 mRNA  increased  at  6  h  and  then  decreased 
progressively until 48 h, while HYAL2 and HYAL3 mRNA  levels were decreased at 6h 
and  returned  to  basal  level  at  48  h  (Kurdykowski  2011).  In  the  same  study, HYAL1 
increased, while HYAL2 decreased and HYAL3 remained unchanged at the protein level 























exact  role  of  the  synthases  in  UV‐induced  cutaneous  tumors  is  not  known,  and  the 
subcellular  trafficking,  plasma membrane  targeting  and  regulation  of  their  enzymatic 
activity remain poorly understood. In addition, the localization and possible functions of 
intracellular  hyaluronan  remain  unresolved.  The  aim  of  this  thesis was  to  investigate 













and  its  fragments microinjected  into  the cytosol are distributed within cells, and 
whether they influence hyaluronan synthesis.   
 














The  cell  lines used  in  this  thesis  are  shown  in Table  2.  Specific  culture  conditions  are 
presented in the original publications. When studying the pericellular hyaluronan coat in 
Has1‐transfected  cells  (II),  the  cells were  incubated with  1 mM  glucosamine,  20 mM 
glucose, 10 ng/ml IL‐1β, 10 ng/ml TNF‐α and 10 ng/ml TGF‐β. 
 
Table 2. Cell lines used in the project.  
Origin of cells Name of cells Original 
publication 
Reference 
Newborn rat skin 
keratinocytes 
REK I (Baden 1983) 
Human dermal 
fibroblast 
Fibroblast II Dr. Michael Edward,  





II (Boukamp 1988) 
African green 
monkey kidney  
COS-1 II (Gluzman 1981) 
Human breast 
adenocarcinoma 
MCF-7 II, III (Soule 1973) 
Human mesothelium LP-9 III Institute of Clinical 
Medicine/Clinical Pathology, 







EGFP-HAS3-MCF-7 III Dr. Genevieve Bart,  
Univ. of Eastern Finland 
 
4.1.2. Tissue specimens 
A  short  scheme  of  the  study  protocol  used  to  investigate  the  effect  of  chronic  UV 










     




are  presented  in  the  original  publications  (I‐V).  Table  3  itemizes  the methods  used  to 
study the content and intracellular localization of hyaluronan. Table 4 lists the plasmids 
used for transfections. Table 5 shows the treatments of cells used for studying localization 





Table 3. Methods used to study hyaluronan. Specific details are presented in the original 
publications. 






assay for hyaluronan 
I, II (Hiltunen 2002) 
Demonstration of 
hyaluronan in fixed 
cell cultures 
Staining with biotinylated 
HABC (bHABC) for 
fluorescence microscopy 
I, II, III (Tammi 1994, Tammi 1998) 
Demonstration of 
hyaluronan in live 
cells 
Staining with fluorescent 
Hyaluronan Binding 
Complex (fHABC) for 
fluorescence microscopy 
II, III (Rilla 2008) 
Demonstration of 
possible intracellular 
hyaluronan in live 
cells  
Microinjection of fHABC III Method optimized in original 
publication III 
 
Table 4. Plasmids used to study proteins. Specific details are presented in the original 
publications. 




mouse Has2 and 
Has3 
Transient transfection with 
mouse Has-EGFPN-
constructs 
I (Spicer 1999) 
Overexpression of 
mouse Has3 with an 
inactivating mutation  
Transient transfection with 
mouse Has3-EGFPN-
construct containing a 
missense mutation at 
D216A 
I (Spicer 1999) 
Overexpression of 
mouse Has3 with C-
terminal truncations  
Transient transfection with 
mouse Has3- EGFPN-
constructs containing 
truncations (E539stop and 
E510stop) 
I (Spicer 1999) 
Overexpression of 





construct made by M.Sc. 
Hannu Karjalainen, Univ. 
of Eastern Finland and 
hHas1-pEGFP-C1-
construct made by Dr. 









constructs made by Dr. 
Juha Hyttinen, Univ. of 
Eastern Finland 




II Dr. Sakari Kellokumpu, 




Table 5. Treatments used to study the localization of HASs or hyaluronan in cells. Specific 
details are presented in the original publications. 





Nocodazole I Sigma-Aldrich, St. Louis, 













I, II, III Seikagaku Kogyo Co., 
Tokyo, Japan 
Interference with 
vesicular traffic  
Brefeldin A I, II Sigma-Aldrich, (Klausner 
1992) 
Inhibition of protein 
synthesis 
Cycloheximide I Sigma-Aldrich, (Obrig 1971) 
Inhibition of 
hyaluronan synthesis 
Incubation of cells with   
4-MU 
I, II (Rilla 2004) 
Visualization of the 
Golgi 
Staining with anti-58K 
antibody 
I Sigma-Aldrich 
Visualization of the 
Golgi 
Staining with trans-Golgi 
network antibody 
I Affinity Bioreagents, Golden, 
CO, USA 
Visualization of the 
Golgi 
Incubation of cells with 
Bodipy ® TR Ceramide or 
staining with anti-human 
Golgin 97 antibody 
II Molecular Probes, Eugene, 
OR, USA 
Visualization of the 
ER 
Staining with anti-calnexin 
antibody 
I StressGen Biotechnologies 
Corp., Victoria, British 
Columbia, Canada 
Visualization of the 
ER 
Incubation of cells with 
ER-Tracker® 
II Molecular Probes, Eugene, 
OR, USA 
Interference with the 
binding of hyaluronan 
and its receptor 
Incubation of cells with 
HA6 oligosaccharide 
II Seikagaku Kogyo Co., 
Tokyo, Japan, (Rilla 2008, 
Knudson 1996) 
Interference with the 
binding of hyaluronan 
and CD44 
Incubation of cells with 
Hermes1 (anti-CD44 
monoclonal antibody) 
II Developmental Studies 




hyaluronan synthesis  





III (Jokela 2008a), injection 





Table 6. Methods used to analyze hyaluronan, CD44, HAS1-3 and HYAL1-2 in tissue sections 
with light microscopy. Specific details are presented in the original publications. 




hyaluronan in tissue 
sections 
Staining with bHABC  IV, V (Wang 1992, Tammi 1994) 
Demonstration of 
CD44 in mouse tissue 
sections 
Staining with an IM7 
antibody recognizing all 
splice variants of CD44 
IV Dr. Jayne Lesley, San Diego, 
CA, USA 
Demonstration of 
CD44 in human tissue 
sections 
Staining with a Hermes3 
antibody recognizing all 
splice variants of CD44 
V Dr. Sirpa Jalkanen, 
University of Turku, Finland 
Demonstration of 
HAS1 in tissue 
sections 
Staining with a polyclonal 
antibody for HAS1  
IV, V Santa Cruz Biotechnology, 
Santa Cruz, CA, USA 
Demonstration of 
HAS2 in tissue 
sections 
Staining with a polyclonal 
antibody for HAS2  
IV, V Santa Cruz Biotechnology, 
Santa Cruz, CA, USA 
Demonstration of 
HAS3 in tissue 
sections 
Staining with a polyclonal 
antibody for HAS3  
IV, V Santa Cruz Biotechnology, 
Santa Cruz, CA, USA 
Demonstration of 
HYAL1 in tissue 
sections 
Staining with a polyclonal 
antibody for HYAL1   
V Atlas Antibodies, Stockholm, 
Sweden 
Demonstration of 
HYAL2 in tissue 
sections 
Staining with a polyclonal 
antibody for HYAL2 










cells  transfected  with  the  empty  EGFP  vector  only.  Production  of  hyaluronan  was 
increased  about  2.5‐fold  in  cells  transfected with  EGFP‐Has2  and  about  2‐fold  in  cells 
transfected  with  EGFP‐Has3  compared  to  EGFP‐transfected  controls.  The  mutant 
constructs containing a missense mutation close to the enzyme active site (D216A) or C‐
terminal  truncations  (R539Stop or E510Stop) produced hyaluronan close  to  the  level of 




showed a vesicular appearance around  the nucleus,  resembling  the ER‐Golgi  complex. 
Nuclear localization was not seen. The EGFP‐HAS2 and EGFP‐HAS3 were also found at 
the plasma membrane, although EGFP‐HAS3 produced a more intense signal at the cell 
surface.  Both  of  these  EGFP‐proteins  were  located  in  protrusions  of  the  plasma 
membrane  at  the  cell  surface  and  the  tips of  these  extensions were  especially  strongly 






CD44  immunostaining. CD44 signal was  found at  the cell surface and colocalized with 
EGFP‐HAS3 (I: Fig. 3A), demonstrating its localization at the plasma membrane. The ER 
marker  calnexin  was  partially  colocalized  with  EGFP‐HAS3  in  vesicles  close  to  the 
nucleus,  but  to  a  lesser  extent  in  the periphery  of  the  cell  (I:  Fig.  3C). To  confirm  the 
intracellular  localization  of  EGFP‐HAS2  and  EGFP‐HAS3  to  the  ER‐Golgi  complex, 
experiments with subcellular markers were performed. To visualize  the Golgi complex, 
three  different methods were  used.  First,  the  cells  transfected with  EGFP‐HAS3 were 
stained with  the anti‐58K antibody visualizing  the Golgi and partial colocalization was 
observed (I: Fig. 3B). Similar results were obtained with a trans‐Golgi antibody (data not 






the EGFP‐HAS3 at  the  cell  surface was  taken up by  the  cells  through  endocytosis  into 
intracellular  vesicles,  the  cells were  incubated with  a  fluid  phase  endocytosis marker 
(Alexa  Fluor  hydrazide).  As  a  result,  colocalization  of  the  endocytosed  marker  with 









with  intracellular EGFP‐HAS3  to  a  variable  extent  (I:  Fig.  3G‐I). When  the  transfected 






pool  of  hyaluronan  is  depleted with  hyaluronidase  digestion,  endocytosis  of  partially 
degraded hyaluronan is first enhanced and the endocytosed hyaluronan later reduced.  




marker  (I:  Fig.  4C).  The missense‐mutated  form  (D216A) was mainly  located  in  large 
vesicles  close  to  the  nucleus  and  also  produced  a  reticular  pattern  in  the  cytosol 
resembling  ER  (I:  Fig.  4D).  Unlike  the  truncated  forms,  the  missense‐mutated  form 
showed partial co‐localization with the 58K Golgi marker (I: Fig. 4F) and to a lesser extent 





HAS  traffic was  inhibited with Brefeldin A  (BFA), which  interferes with  the  vesicular 
traffic  from  the  trans‐Golgi  network  to  the  plasma membrane  and  redistributes Golgi 
elements  back  to  the  ER.  As  a  result  of  treatment  of  the  EGFP‐Has3  transfected 
keratinocytes with BFA for 6 h, secretion of hyaluronan was 60‐80% decreased. When the 
transfected cells were first pretreated with BFA for 2 h and then chased without it for 4 h, 
the amount of  secreted hyaluronan  recovered up  to 70‐95% of  the hyaluronan  level  in 
untreated cells  (I: Fig. 5A),  indicating  that  the effect of BFA was  reversible. To check  if 
there was synthesis of new HAS proteins, or alternatively, redistribution of pre‐existing 
HAS  proteins  blocked  in  their  ER‐Golgi  pathway,  the  cells  were  also  treated  with 
cycloheximide,  which  inhibits  protein  synthesis.  Treatment  with  cycloheximide  alone 
decreased  hyaluronan  secretion  ~50%  (I:  Fig.  5B).  Cycloheximide  with  BFA  did  not 
impair hyaluronan synthesis any further than BFA alone. Moreover, when the cells were 
chased for 4 h after BFA, addition of cycloheximide into the chase medium did not affect 
the rate of  the recovery of hyaluronan secretion  (I: Fig. 5B). Thus,  these results  indicate 
that  the  recovery  of  hyaluronan  synthesis  after  BFA  block  was  mainly  due  to  HAS 
already  present  in  the  secretory  pathway  and  not  because  of  newly  synthesized HAS 
protein.   
   In addition to the effects on hyaluronan synthesis, BFA and cycloheximide also affected 








0.5‐2 h after  removal of BFA  (I: Fig. 6D‐F),  the EGFP‐HAS3  signal gradually  recovered 
and was  found  in  the Golgi  complex  at  1  h  time point  (I:  Fig.  6E)  and  at  the plasma 
membrane  after  2  h  (I:  Fig.  6F).  To  investigate  the  turnover  time  of  EGFP‐HAS3  in 









hyaluronan  secretion  and  cellular  distribution  was  also  tested.  4‐MU  caused  70‐90% 
reductions in hyaluronan synthesis in 20 h (I: Fig. 7). Along with the reduced synthesis, 
the plasma membrane residence of EGFP‐HAS3 was also decreased and the EGFP‐HAS3 





5.2. EGFP-HAS1 LOCALIZATION AND TRAFFIC (II) 
5.2.1. Cellular distribution of endogenous HAS1 and EGFP‐HAS1 fusion protein 
The  localization of endogenous HAS1 was  investigated  in  three cell  lines with different 




only  occasionally  (II:  Fig.1C).  The  localization  of  HAS1  was  mainly  in  the  Golgi,  as 
confirmed by double  staining of HAS1 and an anti‐human Golgin‐97 antibody  (II: Fig. 
1D‐F). 
   MCF‐7  cells  transfected  with  EGFP‐HAS1  or  Dendra‐HAS1  presented  similar 
intracellular pattern of HAS1 as the endogenous HAS1. The signal was intense and close 
to the nucleus, with diffuse, occasionally reticular staining in the cytoplasm (II: Fig. 2A‐C, 
F,  I). To confirm  the  localization of  the  transfected,  fluorescent HAS1  in  the Golgi,  two 
methods were used. First, the cells were co‐transfected with Dendra‐HAS1 and a plasmid 
coding  for  a medial Golgi  enzyme N‐acetylglucosaminyltransferase  II  (GnTII)  labeled 
with Cerulean  (II: Fig. 2C‐E) and also by  incubating  the Dendra‐HAS1‐transfected cells 
with Bodipy ® TR Ceramide Golgi marker (II: Fig. 2F‐H), both of these methods showed 
localization  of HAS1  in  the Golgi. Colocalization with  an  ER marker was  also  found, 
mostly in the periphery of the cytosol (II: Fig. 2I‐K).  



















transfected  cells  were  treated  with  both  glucosamine  and  IL‐1β  (II:  Fig.  3G),  the 
hyaluronan coat was more  intense and  thicker  than with either of  the stimulants alone, 
suggesting an additional effect of glucosamine and IL‐1β. Interestingly, IL‐1β appeared to 
increase the pericellular hyaluronan coat  in HAS1‐overexpressing cells already after 1 h 
incubation  (II: Fig. 3H). When  the  IL‐1β‐stimulated  cells were  treated with hyaluronan 
oligosaccharide 6 (HA6), the pericellular hyaluronan coat was reduced by 85% (II: Fig. 3 I, 
L), while HA6 decreased  the  coat by 70%  in glucosamine‐stimulated HAS1‐transfected 
cells  (II:  Fig.  3L).  To  spesifically  block  the  binding  of  hyaluronan  to CD44,  the  IL‐1β‐
treated HAS1‐overexpressing  cells were  incubated with  anti‐CD44  antibody Hermes1, 
causing a similar decrease  in  the hyaluronan coat as HA6  (II: Fig. 3L). The hyaluronan 
coat  produced  by  EGFP‐HAS1  appeared  curly  and  thick,  very  different  from  that  in 
HAS3‐overexpressing cells having microvillous protrusions (Rilla 2008, Kultti 2006). Few 





To  interfere with  the vesicular  traffic  from Golgi  to  the plasma membrane,  the EGFP‐
HAS1‐transfected  cells  were  treated  with  BFA.  As  a  consequence,  the  pericellular 
hyaluronan coat was lost and the fluorescent EGFP‐HAS1 signal was dispersed from the 
Golgi‐like signal to a dispersed, ER‐like pattern (II: Fig. 4A). Depletion of the substrates 
for  hyaluronan  synthesis  by  treatment  of  IL‐1β‐stimulated  cells with  4‐MU  led  to  the 




Nontransfected MCF‐7  cells and  those  transfected with EGFP‐HAS1 or with  the empty 
EGFP vector  (data not shown) were  treated with  IL‐1β with or without BFA.  In EGFP‐
HAS1‐transfected cells and control cells, intracellular hyaluronan was found in vesicular 
structures in the cytosol (II: Fig. 5A, E). When the cells were treated with BFA alone (II: 
Fig.  5B,  F)  or  with  IL‐1β  (Fig.  5D,  H)  the  staining  of  intracellular  hyaluronan  was 





The secretion of hyaluronan  in  the growth medium of MCF‐7 cells was similar  in non‐






did not  reach statistical significance  (II: Fig. 6A). The average content of hyaluronan  in 
the growth medium was 4.6‐fold higher in the cultures transfected with EGFP‐HAS1 than 
in  non‐transfected  cultures  or  those  transfected  with  the  empty  vector  (II:  Fig.  6A). 
Incubation with  IL‐1β did not  significantly  increase  the hyaluronan  secretion of EGFP‐
HAS1‐transfected  cells  compared  to  non‐treated  EGFP‐HAS1‐overexpressing  cells. 
However, BFA  significantly  inhibited  the  secretion  of  hyaluronan  in HAS1‐transfected 
cells treated with IL‐1β. In contrast to IL‐1β, glucosamine showed a 3.4‐fold, statistically 
significant  increase of hyaluronan secretion  in  the EGFP‐HAS1‐transfected cells  (II: Fig. 
6A),  close  to  the  6‐fold  increase  found  in HAS1‐transfected COS‐1‐cells  treated with  1 
mM glucosamine for 6 h (Rilla 2013).   
   The  contents  of  hyaluronan  in  the  trypsinates,  representing  extracellular  hyaluronan 
associated with the cell layer, were in the same range as those measured from the growth 
medium (II: Fig. 6B). The changes induced by the treatments were also mostly parallel to 
those  in  medium.  On  average,  the  HAS1‐transfected  cell  surfaces  had  3.6‐fold  more 
hyaluronan  than controls. Again,  IL‐1β caused no  significant change  in  the hyaluronan 
level of HAS1‐transfected cells, while glucosamine caused a significant, 3.8‐fold increase 
of hyaluronan  in  the  trypsinate,  and BFA dramatically  reduced  the  level  of  trypsinate 
hyaluronan in IL‐1β‐treated EGFP‐HAS1‐transfected cells.   
 
5.3. MICROINJECTION-BASED PROBING OF THE POSSIBLE EXISTENCE 
AND FUNCTIONS OF CYTOSOLIC HYALURONAN (III) 
5.3.1. Endogenous intracellular hyaluronan in MCF‐7 cells 
Intracellular hyaluronan was investigated in MCF‐7 cells using the traditional protocol of 
staining  fixed  cells and a novel method of  introducing  fluorescent hyaluronan binding 
complex  into  the  cytosol by microinjection of  living  cells. With  the  traditional method, 
intracellular hyaluronan was  found  in vesicular  structures of different  sizes, while  the 
cytosol and the nucleus were negative (III: Fig. 1A‐B). In EGFP‐HAS3‐transfected MCF‐7 
cells, the  intracellular hyaluronan was co‐localized with the EGFP‐HAS3  in some of  the 
cells  (III: Fig. 1B). Similar  localization of  intracellular hyaluronan was observed  in LP‐9 
mesothelioma  cells  naturally  expressing  high  levels  of  hyaluronan  (III:  Fig.  1C). 
Pretreatment  of  the  fHABC  with  HA10  oligosaccharides  prevented  the  staining  of 
hyaluronan (III: Fig. 1E‐G). To  investigate the origin of the  intracellular hyaluronan, the 
cells were incubated with a fluid phase endocytosis marker (Alexa Fluor hydrazide). The 
endogenous  hyaluronan was mostly  colocalized with  this marker  in  the  intracellular 
vesicles, confirming its origin at the cell surface (III: Fig. 1D, H‐I). 
   To  study  intracellular hyaluronan with another method, microinjection of  living  cells 





hyaluronan  binding  complex  proteins,  since  the microinjection marker with  the  same 
fluorescent  label was evenly distributed  in  the cytosol without granular accumulations. 
The fHABC signal was sometimes close to the EGFP‐HAS3 in the cells (III: Fig. 2D). Non‐
transfected LP‐9 cells showed similar patterns of fHABC  localization as the MCF‐7 cells 
(III:  Fig.  2G).  Several methods were used  to  check whether  the  localization  of  fHABC 
depended  on  its  binding  to  hyaluronan,  or  was  nonspecific.  Addition  of  HA10 




with  fHABC  did  not  affect  the  localization  of  fHABC  in  the  cells,  indicating  that  its 
localization was  not  due  to  hyaluronan.  Possible  colocalization  of  the  fHABC  vesicles 
with  lysosomes was tested by adding a  lysosomal marker (LysoTracker) to the medium 
after microinjections,  but  only  occasional  colocalization  of  fHABC  and  the  lysosomal 
marker  was  observed  in  ~30%  of  MCF‐7  and  LP‐9  cells.  (III:  Fig.  2H‐I).  The  cells 
microinjected  with  fHABC  were  also  stained  for  endogenous  hyaluronan  with  the 
traditional  method  using  bHABC,  but  no  colocalization  of  fHABC  and  endogenous 
hyaluronan  was  observed,  although  the  fixation  and  permeabilization  caused  some 
dispersion of the vesicular fHABC pattern (III: Fig. 2J). Moreover, to check if the fHABC 
was  co‐localized  to microtubuli, MCF‐7  cells were  transfected with  yellow  fluorescent 
protein  (YFP)‐tagged  α‐tubulin  and  injected  with  fHABC.  However,  there  was  no 
colocalization  of  fHABC  and microtubuli  (III:  Fig.  2K).  These  results  indicate  that  the 









where  it  made  a  speckled  pattern,  resembling  vesicles  (III:  Fig.  3A),  while  AMAC‐
GlcNAc was  distributed  throughout  the  cell,  including  the  nucleus  (III:  Fig.  3B).  The 
microinjected HA4‐HA28  oligosaccharides were  evenly  distributed  in  the  cytosol  and 
also  in  the nucleus, but excluded  from membrane‐bound organelles  like ER, Golgi and 
mitochondria  (III:  Fig.  3C‐H). Oligosaccharides  longer  than HA8 were  excluded  from 
intranuclear  structures  resembling  nucleoli  (III:  Fig.  3E‐H).  A  longer  hyaluronan 
fragment (HA120) was evenly distributed in the cytosol, but it did not enter the nucleus 
at all (III: Fig. 3Q) and was not colocalized to lysosomes either (III: Fig. 3R).    
   MCF‐7  cells  were  also  allowed  to  endocytose  AMAC‐labeled  hyaluronan 
monosaccharides  and  fragments  (HA4‐HA28)  for  6h  before  imaging  with  confocal 
microscopy. The hyaluronan monosaccharides, GlcUA and GlcNAc labeled with AMAC 
were  endocytosed  from  the medium. AMAC‐GlcUA  remained  in  intracellular  vesicles 
like the oligosaccharides (III: Fig. 3I), but AMAC‐GlcNAc was distributed diffusely in the 
cell and even  in  the nucleus  (III: Fig. 3J). All hyaluronan oligosaccharides of  the  range 
HA4‐HA28 were located in small intracellular vesicles, and no staining of the cytosol or 
nucleus was observed  (III: Fig. 3K‐P). The  size and  the amount of  the vesicles was  the 
same  for  all  sizes  of  oligosaccharides.  In  conclusion,  hyaluronan  oligosaccharides 
endocytosed  from  the  medium  reside  in  vesicles  and  do  not  reach  the  cytosol.  The 






cells  was  used  as  an  estimate  of  hyaluronan  synthesis  in  microinjected  cells.  The 
pericellular  hyaluronan  coat was  visualized with  fHABC  and  its  size  (mean  area  and 
intensity)  was  measured  from  confocal  images  taken  with  fixed  settings  of  the 





h  and  then  a  30%  increase  at  the  24  h  time  point  (III:  Fig.  4D‐F,  Fig.  5).  Injection  of 
hyaluronidase into the cytosol did not have any effect on the hyaluronan coat at any time 
point investigated (III: Fig. 5). When the cells were injected with glucose, the pericellular 
hyaluronan  coat was  increased  at  every  time  point  studied  (III:  Fig.  4G‐I,  Fig.  5),  but 
cytosolic  injection of mannose, a  structurally close  isomer of glucose used as a control, 
did not affect the coat size (III: Fig. 4J‐L, Fig. 5).   
 
5.4. HYALURONAN, CD44 AND HAS1-3 EXPRESSION IN MOUSE 
EPIDERMIS EXPOSED TO CHRONIC UV RADIATION (IV) 
5.4.1. Hyaluronan and CD44 stainings 
In  normal mouse  skin,  the  dermal  staining  of  hyaluronan was  intensive, while  in  the 
epidermis  the  signal was mostly  limited  to a weak  staining around  the orifices of hair 
follicles  (IV:  Table  2,  Fig.  1a).  Immunostaining  of CD44 was  located  in  the  basal  and 




18 out of 21 mice and  the staining  intensity was moderate  in average  (IV: Fig. 1c). The 
staining of CD44 covered over 66% of the epidermis in all samples and the intensity was 
mainly moderate (IV: Fig. 1d).  
   In  samples presenting  benign  hyperplasia,  there was moderate  or  strong  staining  of 
hyaluronan  (IV:  Fig.  1e)  and  CD44  (IV:  Fig.  1f)  in  the  epidermis  and  the  number  of 
positive  cell  layers  was  increased  along  with  the  degree  of  hyperplasia.  There  were 
positive correlations between  the epidermal hyperplasia and  the coverage and  intensity 
of hyaluronan  and CD44  stainings  in  the  epidermis. However,  in dysplastic  areas  and 
SCC, there were areas with decreased staining of hyaluronan (IV: Fig. 2b, e, h) and CD44 
(IV: Fig. 2c, f, i) although in general they were moderately or strongly stained. In dermis, 




In normal mouse epidermis, positive HAS1‐3  stainings were only  found  in a  few cells. 
The intensity of the HAS1‐3 stainings in the dermis was weak or moderate (IV: Fig. 3a, e, 
i). All HAS stainings presented  increased staining  intensity of epidermis and dermis  in 
specimens exposed to UVR, although the highest induction appeared in HAS2. The HAS 
immunostainings were increased in hyperplastic areas (IV: Fig. 3c, g, k) and in the SCCs 
(IV: Fig. 3b,  f,  j). However,  the staining pattern  in  the SCCs was nonhomogenous with 






5.5. HYALURONAN, CD44, HAS1-3 AND HYAL1-2 STAININGS IN 





and presented moderate  to  strong  staining  in  the melanocytic  cells  and  in  the  stroma 
surrounding  the nevus. HYAL1 and HYAL2 were mainly weak or moderate  in most of 
the melanocytes, while  the  stroma was  almost  negative. HAS1‐3 were  present  in  the 
melanocytic  cells  showing  mainly  weak  staining  with  variable  coverage.  Few  of  the 




CD44  showed  increased  staining  intensity  in  the melanocytes,  but  not  in  the  stromal 
tissue.  In  the melanocytes  the  intensity  and  area  of positive HYAL2  staining,  and  the 
intensity  of  the  staining  in  the  stroma were  significantly  increased  in  dysplastic  nevi 
compared  to benign nevi. The  coverages of HAS1  and HAS2  stainings were higher  in 
dysplastic melanocytes  than  in  the benign nevi,  in  contrast  to  the  stroma where HAS1 
and HAS3 presented decreased stainining coverage and intensity.   
  In melanoma in situ, the intensities of hyaluronan and CD44 stainings were increased in 





in  the stromal compartment were decreased compared  to  the benign nevi, while  in  the 









metastases was otherwise similar  to deep melanoma, but  the coverage and  intensity of 







Table 7. Summary of hyaluronan, CD44, HYAL1-2 and HAS1-3 in melanocytic cells of 
cutaneous melanocytic lesions. The arrows indicate the direction of the change compared to 
benign nevi. Arrows for lymph node metastasis show the change compared to deep 
melanoma. 
 HA CD44 HYAL1 HYAL2 HAS1 HAS2 HAS3 
Dysplastic 
nevus 
       
Melanoma  
in situ 
       
Superficial 
melanoma 
       
Deep 
melanoma 
       
Lymph node 
metastasis 
       
 
 
Table 8. Summary of hyaluronan, CD44, HYAL1-2 and HAS1-3 in stromal cells of cutaneous 
melanocytic lesions. The arrows indicate the direction of the change compared to benign nevi. 
Arrows for lymph node metastasis show the change compared to deep melanoma. 
 HA CD44 HYAL1 HYAL2 HAS1 HAS2 HAS3 
Dysplastic 
nevus 
       
Melanoma  
in situ 
       
Superficial 
melanoma 
       
Deep 
melanoma 
       
Lymph node 
metastasis 
















Hyaluronan  is  a  very  fascinating molecule. On  one  hand  its  structure  is  very  simple, 
consisting of  just a pair of alternating monosaccharides  in a  linear  chain. On  the other 




   The  main  purpose  of  this  thesis  was  to  investigate  the  intracellular  localization, 
trafficking, function and site of activation of the hyaluronan synthases. Another purpose 
was  to  study  the  changes  in  hyaluronan  and  its  metabolizing  enzymes,  especially 
synthases, in UV‐induced cutaneous tumors.  
 
6.1. HAS TRAFFICKING 
Studies on the cellular traffic of overexpressed HAS1‐3 showed that all of the HASs were 
mostly  located  close  to  the nucleus  and within  the Golgi  apparatus. The more diffuse 
staining outside of  the Golgi colocalized with  the ER. HAS2 and HAS3 were especially 






conditions,  e.g. during embryogenesis  (Tien 2005),  responses  to cytokines  (Suzuki 2003, 




from  those  of  (Ghosh  2009).  In  contrast  to  the  present  finding  suggesting  that HAS1 
localized mainly in the Golgi, Ghosh and colleagues described the full length HAS1 to be 
diffusely  spread  in  the  cytosol  in HeLa and multiple myeloma  cells  (Ghosh 2009). The 
differences in the localization of HAS1 may be due to different cell lines, gene constructs 
and  detection  methods.  The  variant  forms  of  HAS1,  which  may  exhibit  different 
subcellular distribution from the full‐length form (Ghosh 2009), were not studied in this 
thesis. 
   Inhibition of protein synthesis by cycloheximide suggested a  total  lifetime of 4‐5h  for 
HAS3 protein (I). The BFA experiments suggested that ER to Golgi translocation required 
1 h and another 1 h  from Golgi  to  the plasma membrane, where  it stayed  for 2 h. This 
time frame is in line with the time required for the synthesis of one hyaluronan molecule 
(Kitchen  1995).  According  to  the  experiments  with  cycloheximide  (I),  hyaluronan 
synthesis recovered from the BFA‐block due to the return of the existing synthases from 
the ER to Golgi and back to the plasma membrane and not because of synthesis of new 
proteins. Also  in  earlier  studies,  a  short  term  cycloheximide  treatment  did  not  inhibit 






On  the  other  hand,  cycloheximide  treatment  in  chondrocytes  decreased  hyaluronan 
synthesis (Bansal 1986), perhaps due to different enzyme kinetics.   
   Earlier results on the role of vesicular traffic in hyaluronan synthesis were inconsistent. 
In  rat  chondrosarcoma  cells,  BFA  failed  to  affect  hyaluronan  synthesis  during  an  8  h 
incubation,  suggesting  that  the  synthesis  of  hyaluronan  was  independent  of  traffic 
through Golgi (Calabro 1994). On the contrary, BFA shifted the HAS signal in Vero cells 
into  a  reticular ER‐like pattern  and  the  signal  returned  to  the Golgi  complex  and  cell 
surface after removal of  the block  (Müllegger 2003). The results presented  in  this  thesis 
support the findings of (Müllegger 2003), showing that the HAS proteins are transported 
via  the  secretory  pathway  from  the  ER  and  Golgi  to  the  plasma  membrane,  where 
hyaluronan  synthesis  takes  place.  The  lack  of  the  inhibitory  effect  of  BFA  in  rat 
chondrosarcoma cells may reflect a prolonged half‐life and stable residence of HAS at the 
plasma  membrane  in  these  cells  (Calabro  1994).  In  addition  to  the  fluorescent  HAS 
created by  transient  transfection,  the  endogenous HAS was  found mainly  in  the Golgi 
(II), indicating that the results on transfected cells were not due to an artifact caused by 




and  synthesis of new HAS proteins  is not necessarily  required  for  the  recovery of  the 
hyaluronan  synthesis.  Such  a  large  pool  of  inactive  enzymes makes  them  a  favorable 
target  for  posttranslational  regulation.  The HAS  proteins  in  the  latent  pool  could  be 
activated by phosphorylation (Vigetti 2009a, Goentzel 2006), ubiquitinylation (Karousou 
2010) and O‐GlcNAcylation (Vigetti 2012).  
   Most  interestingly, our results show  that  the active synthesis of hyaluronan keeps  the 
HAS  enzyme  at  the  plasma  membrane.  Thus,  treatment  of  the  cells  with  4‐MU,  an 
inhibitor  of  hyaluronan  synthesis  which  depletes  the  intracellular  pool  of  UDP‐
glucuronic acid  (Kultti 2009b, Kakizaki 2004),  reduced  the plasma membrane  signal of 
EGFP‐HAS3,  along  with  the  reduced  synthesis  of  hyaluronan  (I).  Similarly,  mutated 
EGFP‐HAS3 constructs, unable to produce hyaluronan, were found only in the ER or in 






HAS3 overexpressing  cells  (I), while  cells overexpressing EGFP‐HAS1 did not produce 
any  microvilli  (II).  This  difference  may  be  due  to  the  different  levels  of  hyaluronan 
synthesis among the enzymes, as the protrusions depend on active hyaluronan synthesis 
and a certain level of hyaluronan synthesis is needed for the formation of the protrusions 
(Rilla  2008, Kultti  2006). However, HAS1 did not produce  any protrusions  even  if  the 
cells were stimulated with GlcN to produce more hyaluronan (II). At present, the reasons 
for the lack of protrusions can only be speculated. As HAS1 was found often in vesicles 
close  to  the plasma membrane,  it  is possible  that HAS1 produces hyaluronan  in  larger 










6.2. FUNCTION OF THE HAS PROTEINS 
6.2.1. Synthesis of hyaluronan by different HAS isoenzymes 
Rat epidermal keratinocytes overexpressing EGFP‐tagged mouse HAS2‐3 produced 2‐2.5‐





(Kultti  2006).  Nevertheless,  the  HAS  isoenzymes  differ  in  their  ability  to  synthesize 





The EGFP‐HAS1‐transfected MCF‐7  cells produced  significantly more hyaluronan  than 
controls without  any  additional  stimulation,  but  formed  pericellular  hyaluronan  coats 










effect  of  GlcN  can  be  explained  by  the  substrate‐induced  increase  in  hyaluronan 
synthesis,  the  pericellular  hyaluronan  being  bound  to  the  synthase  itself, while  IL‐1β 
might affect the way hyaluronan is bound to its receptors, without markedly affecting the 
activity of hyaluronan synthesis. The observation  in keratinocytes  that  the  formation of 
hyaluronan  cables  by  IL‐1β  does  not  require  changes  in  hyaluronan  secretion  (Jokela 
2008b) is also consistent with an idea of changed hyaluronan coat structure.  




cells  (Cichy  2000).  In  addition, CD44 O‐glycosylation  by  IL‐1β  and  glucose  have  been 
shown  to  increase CD44 binding  to hyaluronan  in proximal  tubular  cells  (Jones  2003). 





cytokines,  including  IL‐1β,  TGF‐β  and  TNF‐α  are  known  to  regulate  transcription  or 
mRNA  levels of HAS1‐3  in  several  cell  types  (Yamada 2004a, Suzuki 2003, Stuhlmeier 
2004a,  Vigetti  2010,  van  Zeijl  2010,  Uchiyama  2005,  Oguchi  2004).  In  contrast, 






constructs  contain  the  human HAS1  gene with  a  fluorescent  tag,  but  lack  the  normal 
promoter regions with binding sites of regulatory  transcription  factors.  In addition,  the 
pericellular hyaluronan  coat  response  to  IL‐1β within 1h  suggests  regulatory actions at 
the protein level, either HAS itself or a receptor. The 1 h response time appears too short 
for originating from gene transcription.  
   Rapid post‐translational phosphorylation  of hyaluronan  synthases  in  response  to  the 
tumor promoter phorbol‐12‐myristate‐13 acetate  (PMA) and  IL‐1β have been suggested 















Nakamura  1997, Rilla  2004, Rilla  2008, Kudo  2004,  Jokela  2008a).  The  substrate  levels 
were manipulated with  two methods  in  this  thesis.  The  coumarine  derivative  4‐MU, 
decreasing  the  cellular  levels  of  UDP‐glucuronic  acid  (Kultti  2009b,  Kakizaki  2004) 
inhibited  hyaluronan  synthesis  in  cells  overexpressing HAS1‐3  (I,  II).  Then,  cytosolic 
injections of glucose and mannose were used to investigate the possibility of influencing 
hyaluronan synthesis with substrate precursors introduced directly into the cytosol (III). 
As expected,  cytosolic  injection of glucose  increased  the hyaluronan  coat at every  time 
point (4 h, 8 h and 24 h). Glucose is the substrate for the synthesis of the UDP‐precursor 
sugars  and  rapidly  (in  less  than  2 h)  increases hyaluronan  synthesis  and  formation  of 
pericellular hyaluronan coat (Tammi 2011).  
   It was somewhat unexpected that mannose did not affect hyaluronan synthesis at any 
time  point when  injected  into  the  cytosol, while  it  has  been  shown  to  rapidly  inhibit 
hyaluronan  synthesis  by decreasing  the  cellular  contents  of UDP‐N‐acetylhexosamines 
when added to the growth medium (Jokela 2008a). Mannose can be directed to multiple 
metabolic  pathways,  including  building  of  different  glycoconjugates  and  glycolysis 
(Alton 1998). The exact mechanism of mannose to inhibit UDP‐sugar precursor pools has 
remained unclear, but the glucosamine‐6‐phosphate deaminase has been suggested to be 
the  target  (Jokela  2008a, Cayli  1999). Alternatively,  an  as  yet  unidentified  cell  surface 





the precursor  sugars are available  in  the  cytosol,  it would be basically possible  for  the 
synthases to start hyaluronan synthesis before reaching the plasma membrane.  







h with  Streptomyces  hyaluronidase  in  the  culture medium  led  to  the  almost  complete 
disappearance  of  the  intracellular  hyaluronan  and  its  colocalization with  EGFP‐HAS. 
Also the experiments with cells transfected with the mutated HAS3 constructs suggested 
that HAS is not active inside cells. Moreover, inhibition of vesicular traffic using BFA or 
inhibiting  hyaluronan  synthesis  by  4‐MU  abolished  the  plasma membrane  signal  and 
hyaluronan secretion of EGFP‐HAS3. These findings indicate a tight connection between 
plasma membrane location of HAS and activation of hyaluronan synthesis.    





   In  conclusion,  no  evidence  for  the  intracellular  synthesis  of  hyaluronan was  found. 




and  between  adjacent  cells  capable  of  binding  to  monocytes.  As  these  studies  were 
carried out on fixed cells, similar cell‐spanning cable structures in live cells are yet to be 
found  and  possible  effects  of  fixation  and  permeabilization  on  the  localization  of 
molecules cannot be ruled out (Schnell 2012). In addition, a mechanism for the transfer of 







in  some  studies  (Schulz  2007,  Prehm  2004,  Ouskova  2004),  there  are  several  reports 






in  the  transport.  Microinjections  of  HA10  and  HA14  showed  that  the  translocation 
apparatus is not accessible to hyaluronan fragments of this size at least when introduced 
from  the  cytosolic  side.  The  finding  also  favors  the  alternative  theory  that  accessory 
hyaluronan translocation molecules are not involved in the secretion.  
   Presently,  the mechanisms of  the  early  inhibition  and  late  stimulation of hyaluronan 
coat by HA4  can only be  speculated, whether  it directly  interfered with HAS or acted 
through indirect signals. The HA4 may be small enough to reach the active site of HAS, 
explaining  the  initial decrease  in hyaluronan synthesis. Then  later, degradation of HA4 
may provide an extra source of the precursor sugars  for hyaluronan synthesis, possibly 
explaining  the  coat  enlargement  at  24h. However,  it would  then  remain  obscure why 
HA10 or HA14 did not increase the synthesis of hyaluronan, given their similar structure. 
In general, the free N‐linked oligosaccharides generated from misfolded glycoproteins in 





Perhaps  HA4  is  also  delivered  into  lysosomes  for  eventual  degradation  like 
Mannose5GlcNAc. The HA10 and HA14 might be  too  large  to enter  lysosomes, or  their 
degradation process might be slower. However, the hyaluronan oligosaccharides are not 
likely  to  exist  naturally  in  the  cytosol,  as  they  were  unable  to  escape  the  endocytic 
vesicles, as shown in this thesis (III).  
   Whether  the  pore  for  hyaluronan  translocation  through  the  plasma  membrane  is 
produced  by  the  HAS  proteins  or  another  membrane  channel  was  also  probed  by 
microinjecting hyaluronidase. Hyaluronidase  injected  into  the cytosol did not affect  the 
coat  size,  indicating  that  the  growing  HA  chain  is  not  accessible  to  degradation  by 







6.3. INTRACELLULAR HYALURONAN 
6.3.1. Localization of endogenous intracellular hyaluronan 
Several  reports  have  suggested  the  presence  of  cytosolic  hyaluronan  (Evanko  1999b, 
Evanko  2004, Collis  1998)  in  addition  to  its  location  in  endocytic  vesicles destined  for 
degradation  (Tammi  2001,  Hua  1993,  Culty  1992),  suggesting  that  intracellular 
hyaluronan may have roles other than simply being destined for degradation. The issue 
has, however, remained controversial. The possible existence of cytosolic hyaluronan was 
addressed  in  this  thesis by  comparing  the distribution of  the  endogenous  intracellular 
hyaluronan  visualized  by  the  normal  staining  protocol,  and  that  obtained  by  direct 
cytosolic microinjection  of  fHABC.  Furthermore,  the  distributions were  compared  for 





of  MCF‐7  cells  colocalized  with  a  fluid‐phase  endocytosis  marker,  supporting  the 
conclusion that the origin of the intracellular hyaluronan is at the cell surface rather than 
intracellular hyaluronan synthesis (III), like in keratinocytes (Tammi 2001). At present it 
is  not  known  how much  of  the  newly  synthesized  hyaluronan  is  degraded  in MCF‐7 
cells, but in rat keratinocytes ~25% of the newly synthesized hyaluronan is endocytosed 
shortly  after  its  synthesis  (Tammi  2001).  In  breast  cancer  cell  lines,  only  0.5%  of  the 
labeled hyaluronan was degraded during 16 h (Heldin 1996).  




the  fixation and  staining process,  fluorescent HABC was  injected  into  live MCF‐7  cells 
(III). It was found in granular cytosolic structures. Co‐injection of the fHABC with HA10, 
or hyaluronidase did not affect the  location of fHABC,  indicating that  it was not due to 
specific binding  to hyaluronan. Supporting  this conclusion,  the  injected  fHABC did not 
show any significant colocalization with the endogenous intracellular hyaluronan in the 








   In  the  present  experiments  the  intracellular  hyaluronan  failed  to  colocalize  with 
microtubules and  the  localization of  the  injected  fHABC was not  influenced by  the cell 











escape  from  the  endocytic  or  lysosomal vesicles  into  the  cytosol, but  remains  in  these 
membrane‐bound compartments (III). In contrast, it was reported in earlier studies, that 
fluorescent  Texas  Red‐hyaluronan  (700  kDa)  accumulated  in  the  nucleus  of  ras‐




influenced  the  results.  For  example,  Collis  and  colleagues  suggested  that  the  Ras 
transformation  or  activation  of  protein  kinase  C might  facilitate  the  re‐entry  of  large 
hyaluronan  into  cells  (Collis  1998).  It  seems  possible  that  endocytosed  hyaluronan  is 
capable  of  leaking  into  the  cytosol  in  some  cell  types,  possibly  due  to  cell  culture 
conditions.  The  fluorescent  tag  in  the  hyaluronan  preparation  may  also  enhance  the 
membrane  permeability.  This  probably  happened with  the  fluorescent GlcNAc which 
was evenly distributed in the cytosol and also in the nucleus, whether it was endocytosed 
or injected into the cytosol, its lipophilic character allowed penetration of the membranes.  
   Supporting  the  conclusion  that  the  intracellular  membranes  are  impermeable  for 
hyaluronan,  the  fluorescent hyaluronan oligosaccharides  injected  into  the  cytosol were 
excluded from the membrane‐bound organelles such as ER, Golgi and mitochondria (III). 
In  contrast,  nuclear  membrane  pores  apparently  allowed  the  diffusion  of  smaller 
hyaluronan fragments into the nucleus, while excluding the largest, probably due to the 
presence of nuclear pore complexes. The size limit was between 5.6 (HA28) and 25 kDa 




6.4. HYALURONAN METABOLISM IN UV-INDUCED CUTANEOUS 
TUMORS 
Ultraviolet  radiation  is  the main  risk  factor  for  cutaneous  SCC  (Melnikova  2005)  and 






melanoma  samples were analyzed  to  investigate  the  levels of hyaluronan and proteins 
involved in its metabolism (IV, V). In both models the stainings of hyaluronan, CD44 and 
HAS1‐3 were increased in the early lesions, e.g. in the hyperplastic and dysplastic areas of 
the  UVR‐treated  mouse  skin  and  in  the  dysplastic  nevi  and  melanoma  in  situ, 
representing the first abnormalities in tumor progression. These findings suggest that the 
elevated levels of hyaluronan and CD44 are important features of the early phases of UV‐
induced  cutaneous  tumors.  Similar  results  have  been  reported  in  a  mouse  model  of 
melanoma, in which the amount of hyaluronan was increased during the early stages of 
invasion  (Turley  1985).  The  staining  of  hyaluronan  and CD44  correlated  positively  in 
epidermal hyperplasia of mouse skin, suggesting that  increased hyaluronan in the early 





   Both  in melanoma samples and  in  the UVB  induced SCC, changes  in hyaluronan and 
CD44 occurred  in parallel. Similar  close  association of hyaluronan and CD44 has been 
observed also  in SCC of  the  skin  (Karvinen 2003a), non‐small  cell  lung  cancer  (Pirinen 
2001) and laryngeal SCC (Hirvikoski 1999). The increased content of CD44 at the plasma 
membrane  may  retain  hyaluronan  at  the  cell  surface.  However,  the  role  of  CD44  is 
somewhat obscure, since it is also involved in the endocytosis of hyaluronan, reducing its 
amount  on  the  cell  surface  (Tammi  2001, Hua  1993). UV  radiation has been  shown  to 
decrease CD44  levels  (Calikoglu  2006, Hasova  2011), while  treatment with hyaluronan 
inhibits  the  release  of  soluble CD44  (Hasova  2011). The  increased  amount  of CD44  in 
UVB‐exposed skin may also be due  to  the mutated p53  in  tumors, because normal p53 
has been shown to  inhibit the expression of CD44 (Godar 2008). It  is  thus possible, that 





treated mouse skin while  increased  immunostaining of HAS1 and HAS2 were  found  in 
the  human  dysplastic  nevi  and  melanoma  in  situ  lesions  (IV,  V).  Activation  of  the 
synthases provides a reasonable explanation for the concomitant increase in the amount 
of  hyaluronan.  In  line with  the present  results,  increased HAS  expression  levels were 
found  in  fibroblasts and keratinocytes exposed  to UVB  (Averbeck 2007, Kakizaki 2008). 
UVB radiation is known to activate several pathways involving cytokines, growth factors 




Pasonen‐Seppänen 2012b). HAS2  immunostaining showed  the most prominent  increase 
in  response  to UV  in mouse  skin, while  in melanoma  samples HAS1 was  increased  in 
addition  to HAS2. Similar observations were made  in cultured keratinocytes and  in  the 
human  skin  (Averbeck  2007)  as well  as  in  oral  SCC, where  suppression  of HAS2 was 
associated with decreased  tumor  cell migration  and  growth  (Wang  2012).  In  addition, 
HAS2 was recently reported to enhance adhesion of cancer stem cells to endothelial cells 
and promote extravasation, further emphasizing its role in tumorigenesis (Okuda 2012). 
   In  contrast  to  the  increased  staining of hyaluronan observed  in  the  early  lesions,  the 






2003a),  mouth  (Kosunen  2004),  larynx  (Hirvikoski  1999)  and  lung  (Pirinen  2001), 
reporting  similar  decreased  hyaluronan  staining  in  advanced  tumors.  The  increased 
stromal staining of HYAL2 in addition to decreased levels of stromal HAS1 and HAS3 in 
dysplastic nevi and HAS1‐3  in melanomas  (V) provide a reasonable explanation  for  the 
reduction  of  stromal  hyaluronan  observed  in  these  tumors.  It  is  possible  that  the 
increased expression of hyaluronidases cleave the high molecular weight hyaluronan to 
smaller  oligosaccharides  capable  of  promoting  angiogenesis  (Liu  1996)  and  tumor 




2011,  Ribatti  2012),  which  further  stimulate  the  tumor  cells.  The  tumor‐promoting 
interplay  between  tumor  cells  and  mast  cells  has  been  found  in  tissue  samples  of 
melanoma (Ribatti 2003) and SCC and melanoma cell lines (Artuc 2011).  
   In conclusion, elevated  levels of hyaluronan and CD44 are  important  features  for  the 
onset of tumorigenesis and the enhanced expression of hyaluronan synthases is probably 
responsible  for  the  increased  production  of  hyaluronan.  The  amount  of  hyaluronan 
probably  declined  in  advanced  skin  tumors  due  to  decreased  levels  of  HAS1‐3  and 
upregulation  of  HYAL2.  This  may  lead  to  the  remodeling  of  the  tumor 
microenvironment, making  it more accessible  to  inflammatory cells and mast cells, and 
thereby  enhancing  tumor  growth  and metastasis  through  e.g.  angiogenesis. Although 
SCC  and  melanoma  originate  from  different  cells  and  the  sparse  melanocytes  are 
scattered  in  between  the  numerous  keratinocytes  comprising  the  stratified  epidermis, 
there  seems  to  be  a  general  pattern  of  UV‐induced  tumorigenesis  in  the  skin.  A 
conceivable model could be that UV‐exposure increases the levels of various cytokines in 
the skin,  leading  to activation of hyaluronan synthases and subsequent elevation  in  the 
hyaluronan  content.  Increased  hyaluronan  levels  promote  the  growth  of  cells  and 
enhance  signaling  cascades  through  interactions  with  cells  surface  receptors.  These 


































cytokines  in  hyaluronan  coat  formation  by  HAS1.  In  tumor  tissues,  it  would  be 
interesting  to  compare  the mRNA  and  protein  levels  to  provide  new  information 
about  the  regulation  of  hyaluronan  synthases,  perhaps  due  to  altered  turnover  of 
mRNA or protein during cancer progression. Also the possible role of the hyaluronan 
oligosaccharides  in cancers should be addressed. In addition, future research should 
focus  on  the  possible  role  of  hyaluronan  in  the  inflammatory  model  of  tumor 
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Hyaluronan (HA) is a large glycosa-
minoglycan synthesized by hyaluro-
nan synthases (HAS1-3). The thesis 
showed that all HASs are transported 
from the endoplasmic reticulum and 
the Golgi to the plasma membrane, 
reside at the cell surface only during 
active HA synthesis and translocate 
the growing HA chain by themselves. 
HA or its fragments did not have any 
specific binding sites in the cytosol. 
Histochemical analysis of skin speci-
mens showed that the contents of 
HA and its CD44 receptor are altered 
during tumorigenesis along with 
changes in enzymes involved in HA 
metabolism.
